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RESUMO 

 

A salinidade provoca danos aos vegetais por limitar a absorção de água e nutrientes pela redução 

no potencial hídrico do solo, bem como ser fonte de íons que intoxicam as plantas promovendo 

outros estresses. O arroz pode ser considerado um produto agrícola importantíssimo à segurança 

alimentar humana, já que 85% da sua produção é destinado ao consumo humano. Conferir 

tolerância à salinidade não significa apenas um ganho econômico, mas um ganho social por 

facilitar o seu cultivo em zonas marginais de cultivo, onde os produtores não têm solos ou fontes 

hídricas com ótima qualidade e nem mesmo capacidade de grandes investimentos, assim como 

no Nordeste brasileiro. A pesquisa teve por objetivo avaliar o efeito da oxigenação em torno 

das raízes de arroz através de respostas fisiológicas e bioquímicas capazes de conferir 

aclimatação à salinidade. Para tanto, foi desenvolvido um experimento em esquema fatorial 

com três níveis de oxigênio dissolvido na solução nutritiva e três níveis de salinidade durante o 

período de perfilhamento de plantas arroz cv. SCSBRS 113, a fim de avaliar se suplementação 

de oxigênio dissolvido na solução nutritiva contribui para o melhor crescimento e 

desenvolvimento de plantas de arroz sob salinidade. Um segundo experimento foi realizado em 

esquema fatorial com também com três níveis de oxigenação e apenas dois níveis de salinidade 

antes do período de perfilhamento para avaliar a sensibilidade aos estresses e a formação das 

barreiras à perda radial de oxigênio. O crescimento e o desenvolvimento das plantas de arroz 

sob baixa oxigenação foram muito mais prejudicados que sob salinidade, mas a combinação 

destes estresses trouxe prejuízos ainda maiores. A alta oxigenação da solução nutritiva 

contribuiu apenas para um aumento de 25% no crescimento longitudinal das raízes, 

independentemente, da salinidade a que foi exposta. Não foi verificado neste trabalho 

participação da salinidade ou da oxigenação em induzir processos catabólicos de clorofila a, b 

e carotenoides. De modo geral, concluiu-se que tolerância à salinidade está muito ligada a 

conservação da condutância estomática, redução do alto fluxo de Na+ e Cl- para dentro das 

raízes e a uma melhor eficiência no combate as espécies reativas de oxigênio principalmente 

nas folhas, enquanto que a tolerância a uma hipóxia mais severa pode estar relacionada à 

conservação da condutância estomática, com seu impacto positivo sobre os recursos energéticos 

e estruturais, além das adaptações das plantas de arroz a este tipo de ambiente. A interação dos 

tratamentos de oxigenação e salinidade indicou que baixa oxigenação agravou o estresse 

fisiológico já imposto pela salinidade, e que um aumento de oxigenação teve pouco efeito em 

reparar ou minorar os danos causados pelo estresse salino.  

 

Palavras-chave: Hipóxia. Barreiras à ROL. Oryza sativa L. Estresse abiótico. 



 

ABSTRACT 

 

Salinity causes damage to plants by limiting the absorption of water and nutrients by reducing 

the soil water potential, being a source of ions that intoxicate the vegetable by its excess, and 

by inducing other stresses. Rice can be considered a very important agricultural product for 

human food security, since 85% of the total rice production is destined for human consumption. 

Conferencing tolerance to salinity does not only mean an economic gain, but a social gain for 

the facilitation of its cultivation in marginal areas of cultivation, where the producers do not 

have soils or water sources with great quality and not even capacity of great investments, as 

well as in the northeast Brazilian. The objective of this research was to evaluate the influence 

of oxygenation around rice roots on physiological and biochemical mechanisms capable of 

conferring acclimation to salinity. For that, an experiment was developed in a factorial scheme 

with three levels of oxygenation around the roots of rice plants cv. SCSBRS 113 and three levels 

of salinity during the tillering period to evaluate through the physiological and biochemical 

responses the oxygenation action around the roots of rice, as well as their interaction with the 

salinity. A second experiment was carried out in a factorial scheme with three levels of 

oxygenation around the roots and two levels of salinity before the tillering period to evaluate 

the sensitivity to the stresses and the formation of the ROL barriers. The growth and 

development of rice plants under low oxygenation were much more impaired than under 

salinity, but the combination of these stresses brought even greater losses. In addition, the high 

oxygenation of the nutrient solution only contributed to a longitudinal growth of 25% of the 

roots, independently of the salinity. No participation of salinity or oxygenation in inducing 

catabolic processes of chlorophyll a, b and carotenoids was observed in this study. On the other 

hand, low oxygenation contributed to a restriction of hexoses. In general, it was concluded that 

tolerance to salinity is closely linked to the conservation of stomatal conductance, reduction of 

the high flux of Na+ and Cl- into the roots and a better efficiency in the fight against ROS mainly 

in leaves, while tolerance to a higher hypoxia may be related to the conservation of stomatal 

conductance, with its positive impact on the energy and structural resources, besides the 

adaptations of the rice plants to this type of environment. The interaction of oxygenation and 

salinity treatments indicated that low oxygenation aggravated the physiological stress already 

imposed by salinity and that an increase in oxygenation had little effect on repairing or 

alleviating saline stress. 

 

Keywords: Hypoxia. ROL Barriers. Oryza sativa L. Abiotic stress. 
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1  INTRODUÇÃO 

Estresse pode ser definido como qualquer alteração das condições ótimas para a 

vida de um ser vivo, capaz de induzir modificações em todos os seus níveis funcionais, limitar 

o seu desenvolvimento e reduzir suas possibilidades de sobrevivência, podendo o mesmo ser 

originado de fatores bióticos ou abióticos (LARCHER, 2000; TAIZ; ZEIGER; MØLLER, 

2017). Os estresses abióticos podem ser ocasionados por inúmeros fatores, como metais 

pesados (SMEETS et al., 2009), radiação ultravioleta (GAO; ZHANG, 2008), seca (SIMOVA-

STOILOVA et al., 2009), frio (VAN HEERDEN et al., 2003, SITNICKA; ORZECHOWSKI, 

2014, LOUREIRO et al., 2015), altas temperaturas (FERREIRA-SILVA, 2008), hipóxia do solo 

(LAMBERS et al., 2008, PEREIRA et al., 2014), salinidade (MARQUES et al., 2011, 

MIRANDA et al., 2016), dentre outros. Portanto, em qualquer lugar onde cresçam, as plantas 

estarão sujeitas a condições de estresses múltiplos que, por sua vez, poderão limitar seu 

crescimento e desenvolvimento (LARCHER, 2000). 

A salinidade é o principal problema para a qualidade da água de irrigação, 

representando assim um risco à produtividade da cultura do arroz, já que ela está intimamente 

ligada à disponibilidade de água de boa qualidade (EMBRAPA, 2005). Assim, a melhoria da 

tolerância das plantas de arroz à água de baixa qualidade pode significar uma ampliação da 

disponibilidade hídrica e de novas terras para plantio, bem como a economia de recursos 

hídricos passíveis de serem destinados à população das cidades circunvizinhas aos rizicultores, 

acarretando ganhos produtivos, econômicos e sociais (CANTRELL, 2002; KASHENGE-

KILLENGA et al., 2014). 

A ameaça de estresse abiótico nos cultivos é um fato global. Se por um lado a seca 

ameaça a produtividade das plantas em todos os continentes, por impor um desafio osmótico 

pela escassez de água e maior dureza do solo, as mudanças nos padrões climáticos têm trazido 

maior precipitação para algumas áreas (particularmente, as localizadas no norte da Europa), 

conduzindo à formação de solos alagados, os quais apresentam baixa concentração de oxigênio, 

condição denominada de hipóxia (KREUZWIESER; GESSLER, 2010; DURACK et al., 2012; 

SHABALA et al., 2014). Mais de 17 milhões de km2 de terras (o dobro do tamanho dos EUA) 

são afetados por enchentes todos os anos, causando hipóxia, acarretando um prejuízo anual 

estimado em mais de 200 bilhões de reais (VOESENEK; SASIDHARAN, 2013). 

O arroz, uma cultura de grande importância econômica, é um exemplo de planta 

adaptada a solos alagados. Entretanto, apesar da presença de aerênquimas, que permitem a 

difusão de oxigênio até as raízes em condições de hipóxia, o transporte de oxigênio pode não 

ser muito efetivo devido ao alto dispêndio atribuído ao custo metabólico para manter os 

estômatos abertos, às perdas de oxigênio para a rizosfera e ao aumento geral da demanda de 
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oxigênio para o processo de respiração sob hipóxia (LAMBERS et al., 2008). Além disso, 

outros estresses a que as plantas estão sujeitas podem aumentar a demanda de oxigênio, como 

é o caso da salinidade do solo (BLOOM; EPSTEIN, 1984). 

Assim, é relevante o entendimento de como o oxigênio em volta das raízes de 

plantas de arroz, sob estresse salino, influencia no crescimento e desenvolvimento vegetal, na 

barreira contra a perda radial de oxigênio pelas raízes, no metabolismo antioxidante e no 

sistema fotossintético. Isso permitirá um manejo que possa contribuir positivamente para o 

desenvolvimento das plantas de arroz e melhor conhecimento da interação dos mecanismos de 

tolerância à hipóxia e à salinidade. Portanto, há duas hipóteses a serem testadas: (1) A 

suplementação de oxigênio dissolvido na solução nutritiva, contribui para o melhor crescimento 

e desenvolvimento de plantas de arroz sob salinidade; (2) A barreira contra a perda radial de 

oxigênio (ROL) que é um mecanismo de tolerância à hipóxia contribui para maior tolerância à 

salinidade. 

O objetivo geral deste trabalho foi testar as hipóteses supracitadas por analisar se a 

atenuação da hipóxia, pela suplementação de oxigênio em volta das raízes, contribui para 

melhor crescimento e desenvolvimento da planta de arroz, e se os mecanismos de tolerância a 

hipóxia contribuem para uma maior tolerância à salinidade, além de esclarecer especificamente 

o impacto da hipóxia e salinidade sobre os sistemas fotossintético e antioxidante com seus 

correspondentes efeitos sobre o crescimento e desenvolvimento, e como alterações 

histoquímicas nas raízes sob hipóxia interagem com a permeabilidade de água e de íons como 

Na+ e Cl-.  

2  REVISÃO DE LITERATURA 

2.1  Arroz 

2.1.1  História e Cultivo 

A domesticação do arroz asiático (Oryza sativa L.) remonta de 1300 a 1000 anos 

a.C., segundo registros indianos, os quais relatam técnicas agronômicas de cultivo do arroz 

(PEREIRA, 2002). O Brasil é o maior produtor de arroz fora do continente asiático, tendo seu 

cultivo evoluído bastante no Brasil desde sua chegada em 1587 na Bahia, com os portugueses 

(SILVA,1950). O estado do Rio Grande do Sul é o que mais produz arroz no Brasil há mais de 

um século, contando, em 2016/2017, com uma área cultivada de 31,8 mil hectares, sendo 

responsável por 81,7% da produção brasileira (PEREIRA, 2002; COMPANHIA NACIONAL 

DE ABASTECIMENTO, 2017). 

A área cultivada com arroz representa 11% da terra arável do planeta e a produção 

alimenta quase metade da população mundial todos os dias, fornecendo a maior parte dos 
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recursos econômicos de milhões de habitações rurais de baixa renda (CANTRELL, 2002). É 

claramente reconhecível que nenhuma outra atividade econômica alimenta tantas pessoas, 

sustenta tantas famílias, é tão crucial para o desenvolvimento de muitas nações e pode 

apresentar grande impacto negativo nosso ambiente quanto a cultura do arroz. 

Na região Nordeste, a produção de arroz alcançou na safra 2016/2017 o volume de 

3.150 toneladas. Dentre os estados dessa região, o Maranhão se destaca com a participação de 

1,8% da produção nacional. O Ceará é o quinto maior produtor do Nordeste com 0,1% da 

produção e 0,3% da área cultivada nacional. A região Centro-Sul do Ceará tem a maior 

produção de arroz do Estado, sendo o município de Iguatu o maior produtor; em segundo lugar 

vem à região de Baturité; e em terceiro a do Baixo Jaguaribe (COMPANHIA NACIONAL DE 

ABASTECIMENTO, 2017). 

No Brasil, o arroz é cultivado em sistema de sequeiro e em solos inundados, em 

ambientes de baixa e alta temperatura e em muitos tipos de solo, sendo os parâmetros 

ambientais mais relevantes para a cultura o regime hídrico, a temperatura e o tipo de solo, 

incluindo textura, drenagem e topografia (EMBRAPA, 2005). Na Região Nordeste a cultura é 

realizada nos dois sistemas, sequeiro e irrigado. Mas essa cultura tem tido declínio nas áreas de 

sequeiro nos últimos anos e o último levantamento também indicou para uma redução da área 

irrigada, resultado da opção do produtor por culturas mais rentáveis (COMPANHIA 

NACIONAL DE ABASTECIMENTO, 2017). O manejo incorreto do cultivo pode gerar 

problemas ambientais como: solos contaminados com excesso de sais e redução da quantidade 

e qualidade da água em virtude de processos como assoreamento, salinização e eutrofização 

(SCARDACI et al., 1996). 

O cultivo de arroz tem elevada demanda hídrica. Sob condições de irrigação por 

submersão do solo são necessários em torno de 2000 L de água para produzir 1 kg de grãos com 

casca (EMBRAPA, 2005). Entretanto, apesar da disponibilidade hídrica ser uma questão chave 

para a produção de arroz, não menos importante é a qualidade da água para o seu cultivo. A 

importância da qualidade da água para a irrigação do arroz está diretamente relacionada à 

salinidade, a qual é avaliada pela condutividade elétrica (CE). Para o caso do cultivo do arroz, 

a água é classificada da seguinte forma: sem restrição ao uso, quando a CE é menor que 0,7 dS 

m-1; com restrição ligeira ou moderada, quando a CE varia de 0,7 a 3,0 dS m-1; e com restrição 

severa, quando a CE é maior que 3,0 dS m-1 (EMBRAPA, 2005). Em concordância com essa 

classificação, Scardaci et al. (1996) observaram que, para valores de CE pouco maiores que 0,7 

dS m-1, a produtividade de arroz era reduzida. De modo geral, a cultura do arroz é considerada 

moderadamente tolerante à salinidade (LACERDA et al., 2016) 
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2.1.2  A cultivar de arroz SCSBRS 113 

A cultivar SCSBRS 113 (Tio Taka) foi lançada e registrada pela Epagri, em parceria 

com a Embrapa/CNPAF, em 2004. Também é conhecida pelos agricultores como “cultivar 113”. 

Esta cultivar se destaca pelo excelente potencial em produtividade, alta capacidade de 

perfilhamento, excelente qualidade de grãos, alto rendimento industrial e ciclo longo. 

Apresenta, também, elevada resistência ao acamamento, característica considerada essencial 

para uma cultivar que se destina ao sistema de cultivo com sementes pré-germinadas (VIEIRA; 

MARSCHALEK; SCHIOCCHET, 2007). De acordo com esses autores, as plantas dessa 

cultivar possuem uma altura em torno de 100 cm e um ciclo da emergência à colheita de 141 

dias, o qual é considerado longo. Essa característica tem contribuído para sua preferência em 

locais de várzeas onde há possibilidade de um único ciclo de cultivo ao ano, tendo em vista a 

potencialização da produtividade e do lucro do agricultor. 

A cultivar SCSBRS 113 foi desenvolvida em Santa Catarina, através do 

intercruzamento de dez variedades, subespécie indica, através do método de seleção recorrente 

(RANGEL; NEVES, 1997). Além da boa aceitação para cultivo nesse estado, é também 

bastante cultivada em outros estados brasileiros, inclusive no Ceará, bem como em diversos 

países da América Latina, tornando-se uma das cultivares mais plantadas (VIEIRA; 

MARSCHALEK; SCHIOCCHET, 2007). 

2.2  Estresse salino 

A salinidade induz uma série de respostas morfológicas, fisiológicas e bioquímicas 

nas plantas (WILLADINO; CÂMARA, 2005). Perdas de produção agrícola devidas a estresses 

abióticos, como a salinidade, são evidentes e têm sido bem documentadas (WANGA; FREI, 

2011). A consciência do crescente impacto dos estresses ambientais tem levado diversos 

pesquisadores a buscarem uma adaptação ou pelo menos uma aclimatação do cultivo agrícola 

às condições ambientais adversas (LOBELL et al, 2008; ORTIZ et al, 2008; WASSMANN et 

al., 2009). E dentre os tipos de estresse abiótico, a salinidade é um dos mais devastadores, 

porque, na maioria, as plantas cultivadas são sensíveis ao estresse salino, tornando assim a 

salinidade o maior limitador abiótico da agricultura mundial (HASANUZZAMAN et al., 2013; 

ACOSTA-MOTOS et al., 2017).  

A salinidade é um problema que afeta muitas áreas irrigadas, onde ocorrem 

acúmulos de sais pelo mau gerenciamento hídrico, bem como em regiões áridas ou semiáridas, 

onde as chuvas são insuficientes para lixiviar os sais da zona da raiz (ZHOU et al., 2007). 

Segundo estimativas da FAO (do inglês, Food and Agriculture Organization of the United 

Nations) aproximadamente 20% das áreas irrigadas no mundo, o que corresponde a 60 milhões 
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de hectares, sofre com altas concentrações de sais. Esse problema é alarmante, uma vez que 

cerca de 0,3 a 1,5 milhões de hectares de terras agricultáveis estão se tornando inutilizáveis a 

cada ano (FAO, 2015). 

Os solos são considerados salinos quando possuem pH inferior a 8,5, percentagem 

de sódio trocável (PST) inferior a 15% e condutividade elétrica do extrato de saturação do solo 

(CEes) entre a 4 e 7 dS m-1. Já solos com CEes acima de 7 dS m-1 são considerados sálicos e 

letalmente tóxicos à maioria das plantas (RICHARDS, 1954; SCHNEIDER; SPERA, 2009). É 

importante destacar que o impacto das injúrias causadas pela salinidade do solo depende da 

espécie vegetal, do cultivar, do estádio de crescimento, dos fatores ambientais e da natureza do 

sal, o que significa, em si, um problema para se definir solos salinos com precisão 

(SHINOZAKI et al., 2015; TANG et al., 2015; TAIZ; ZEIGER; MØLLER, 2017). 

Segundo Chinnusamy et al. (2005), a maioria das culturas agrícolas é afetada 

quando a CEes é superior a 3,0 dS m-1. Mas, para outros autores, isso ocorre quando a 

condutividade elétrica do extrato de saturação é igual ou superior a 2,0 dS m-1 (HOLANDA et 

al., 2010). Em arroz, por exemplo, solos com CEes próxima de 3,5 dS m-1 provocam uma 

redução de 10% na produtividade, enquanto que uma redução de 50 % é alcançada em CEes por 

volta de 7,2 dS m-1 (UMALI, 1993; ZENG et al., 2001). Segundo Sultana et al. (1999), os 

valores totais de pigmentos fotossintéticos, açúcares e proteínas, em plantas de arroz, são 

reduzidos pela salinidade, sendo esse efeito agravado pelo tempo de exposição à salinidade. 

Atualmente, em vista do alto impacto da salinidade no cultivo do arroz, o aumento 

da tolerância à salinização da água e do solo é um dos objetivos do melhoramento genético para 

obtenção de novas cultivares. Uma das vantagens dessa cultura é que ela possui uma grande 

variabilidade genética para a tolerância à salinidade, tendo vários de seus processos fisiológicos 

e bioquímicos afetados diferentemente pela salinidade, de acordo com a interação entre 

genótipo e o ambiente salino (SULTANA et al., 1999; DE LEON et al., 2015).  

A salinidade afeta o crescimento dos vegetais basicamente por dois efeitos: o 

osmótico e o iônico (ASHRAF; FOOLAD, 2007). O efeito osmótico é resultante das elevadas 

concentrações de sais dissolvidos na solução do solo, o que leva à redução do potencial 

osmótico dessa solução, diminuindo, consequentemente, a disponibilidade de água para as 

plantas. Como resposta imediata ao déficit hídrico induzido pela salinidade, o crescimento da 

planta torna-se mais lento. Já o efeito iônico deve-se à absorção de íons tóxicos, principalmente 

Na+ e Cl-, que, em excesso, é prejudicial ao metabolismo celular (MUNNS, 2002; HORIE; 

SCHROEDER, 2004). A acumulação de íons nos tecidos (folhas velhas, por exemplo) por 

longos períodos pode causar injúrias e, eventualmente, a morte da planta. Isso se deve, 

provavelmente, à capacidade limitada das células em compartimentar os íons no vacúolo, 
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permitindo que suas concentrações no citosol aumentem rapidamente, afetando a atividade de 

várias enzimas (MUNNS, 2005; NATH et al., 2016). 

Além dos efeitos diretos da salinidade, há outros ditos indiretos que podem trazer 

prejuízos ao vegetal por afetar processos fisiológicos. O acúmulo excessivo de sais aumenta a 

produção de espécies reativas de oxigênio (ROS, do inglês reactive oxygen species), as quais 

são tóxicas para as células (CHINNUSAMY; JAGENDORF; ZHU, 2005). A salinidade pode 

provocar desequilíbrio nutricional, causado pelos distúrbios na absorção ou distribuição dos 

nutrientes. Por exemplo a salinidade pode atuar sobre o pH do solo elevando-o a ponto de 

reduzir a disponibilidade de nutrientes, tais como zinco, cobre, manganês, ferro e boro 

(YAHYA, 1998). Além disso, de acordo com Dias e Blanco (2010), a presença de sais de sódio 

tende a restringir a taxa de mineralização do nitrogênio (N), além de promover desoxigenação 

do solo por compacta-lo. 

A redução no teor de clorofila observado em muitas culturas deve-se aos efeitos 

negativos da salinidade na síntese de clorofila e/ou na taxa de sua degradação, o que causa 

redução na capacidade fotossintética (REYNOLDS et al., 2000; ARUNYANARK et al., 2008). 

Segundo Lopes et al. (2012), sob condições de estresse osmótico, a correlação positiva entre a 

produtividade e o teor de clorofila torna-se mais forte. Portanto, isto sugere um papel crítico da 

clorofila no desempenho do crescimento sob condições de salinidade. 

Vários mecanismos de proteção são ativados nas plantas em resposta a condições 

adversas de crescimento, como a salinidade. Muitos dos mecanismos de proteção à salinidade 

estão relacionados aos efeitos secundários, como por exemplo, o sistema de defesa antioxidante. 

Entretanto, o ajuste osmótico e o controle da entrada de íons constituem-se nos principais 

mecanismos fisiológicos para manutenção da turgescência celular e são interdependentes 

(MARIJUAN; BOSCH, 2013). Mas não dúvidas que os efeitos em conjunto destes mecanismos 

é que ditam o desempenho das plantas ao ambiente salino. 

A necessidade de manutenção das concentrações iônicas adequadas aos 

requerimentos do metabolismo celular faz com que as células, sob condições salinas, ativem 

processos de compartimentação e exclusão de íons tóxicos. A tolerância das plantas à salinidade 

está relacionada, por exemplo, com a capacidade de impedir o transporte de Na+ para a parte 

aérea e a manutenção do nível de K+ nas raízes e folhas (CHEN et al., 2007; CUIN et al., 2008). 

Tais processos contribuem também para o ajustamento osmótico. 

O ajuste osmótico confere proteção por curtos períodos de estresse e é importante 

quando as condições não tardam a se normalizar. Esse mecanismo se estabelece mediante o 

acúmulo, no vacúolo ou no citosol, de solutos compatíveis (prolina, glicina betaína, trealose, 

sacarose, poliaminas, manitol, pinitol, entre outros) que contribuem para a manutenção do 
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equilíbrio hídrico e a preservação da integridade de proteínas, enzimas e membranas celulares 

(ASHRAF et al., 2011; MARIJUAN; BOSCH, 2013). Esses solutos também têm função 

osmoprotetora contra subprodutos tóxicos do metabolismo, resultantes do estresse hídrico. 

O manejo cultural adequado também pode contribuir muito para minimizar os 

efeitos da salinidade sobre a produtividade. Por exemplo, plantas de arroz sob estresse salino 

apresentam melhor desempenho em profundidades de lâminas de água de irrigação mais rasas 

(ou seja, <10 cm) do que em lâminas de água mais profundas (ou seja, > 10 cm), pois a 

capacidade de perfilhamento é menos inibida e o rendimento produtivo é maior (ZENG; 

LESCH; GRIEVE, 2003). Portanto, a produtividade do arroz está diretamente ligada a essa 

característica morfológica. 

2.3  Estresse oxidativo e as espécies reativas de oxigênio 

O estresse oxidativo é definido como um desequilíbrio na relação entre os 

compostos antioxidantes e as ROS, quando em concentrações danosas às células (ZHU, 2002). 

As ROS mais comumente encontradas são o oxigênio singleto (1O2), o peróxido de hidrogênio 

(H2O2) e os radicais superóxido (•O2
-) e hidroxil (HO•) (MITTLER, 2017). Elas são 

consideradas subprodutos inevitáveis do metabolismo celular aeróbico e dos processos 

fotoxidativos (NOCTOR; FOYER, 1998) e são produzidas, principalmente, nas mitocôndrias, 

nos cloroplastos e nos peroxissomos (FOYER; NOCTOR, 2000, MØLLER, 2001, DEL RIO et 

al., 2002, SANDALIO et al., 2013, SINGH et al., 2015). 

As ROS, quando em altas concentrações, são moléculas tóxicas capazes de 

ocasionar danos aos diversos componentes das células, como DNA, lipídios de membrana e 

proteínas (APEL; HIRT, 2004, NATH et al., 2016). Sob condições ótimas de crescimento, essas 

moléculas são mantidas em baixos níveis. Entretanto, sob condições adversas, como os 

estresses hídrico e salino, sua taxa de produção pode ser drasticamente aumentada 

(VAIDYANATHAN et al., 2003; KAUR et al., 2016). 

Por outro lado, há diversos relatos da participação de ROS na sinalização celular, 

atuando assim como mensageiros secundários para a ativação de respostas aos estresses e em 

mecanismos de defesa (MITTLER, 2002; MITTLER et al., 2004; CHOUDHURY et al., 2013). 

Tendo em vista o papel das ROS nesses processos e por serem tóxicas em elevadas 

concentrações, as células vegetais possuem pelo menos dois mecanismos para regular suas 

concentrações intracelulares: um, por modulação fina, para manter seus níveis baixos e outro, 

para permitir a desintoxicação celular, especialmente em condições de estresse (MITTLER, 

2002). Em função disso, as plantas desenvolveram mecanismos para manter a relação 
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produção/eliminação de ROS constante no interior das células (APEL; HIRT, 2004), utilizando 

para isso sistemas de defesa enzimáticos e não enzimáticos (ASADA, 1999). 

Nas plantas, o sistema de defesa enzimático ao estresse oxidativo é formado por 

enzimas como a catalase (CAT), a peroxidase do guaiacol (G-POD) e a dismutase do superóxido 

(SOD), bem como aquelas que participam do ciclo ascorbato-glutationa [peroxidase do 

ascorbato (APX), redutase da glutationa (GR), redutase do monodesidroascorbato (MDHAR) 

e redutase do desidroascorbato (DHAR)]. Essas enzimas trabalham de forma coordenada de 

modo que a SOD atua sobre o radical superóxido produzindo peróxido de hidrogênio, o qual 

pode ser eliminado subsequentemente pelas enzimas APX, CAT e G-POD (FOYER; NOCTOR, 

2003). Além de enzimas com propriedades antioxidantes, as plantas contam ainda com 

antioxidantes não enzimáticos, como o ascorbato e a glutationa, os quais estão relacionados 

com a resistência ao estresse oxidativo em diferentes espécies. 

Azevedo Neto et al. (2005), trabalhando com plantas de milho sob condições de 

estresse salino, mostraram que as atividades das principais enzimas do sistema de defesa ao 

estresse oxidativo aumentaram substancialmente no genótipo tolerante, em relação ao genótipo 

sensível, indicando que sob estresse, o mecanismo removedor de H2O2 é mais eficaz no 

genótipo tolerante. Além disso, esses autores afirmaram que a CAT era a enzima removedora 

de H2O2 mais importante nas folhas, enquanto a G-POD era a mais importante nas raízes e que 

a maior atividade destas enzimas e a aclimatação das plantas à salinidade podem ser induzidas 

com o pré-tratamento com H2O2 em baixas concentrações na solução nutritiva. 

Em plantas de milho, a produção de H2O2 também foi aumentada em resposta ao 

estresse de frio e sua aplicação exógena ao sistema radicular aumentou a tolerância do milho à 

diminuição de temperatura (PRASAD et al., 1994). Gong et al. (2001), não só observaram que 

a aplicação de H2O2 é capaz de conferir tolerância ao frio, bem como a outros estresses 

abióticos, como o calor, a seca e a salinidade. Tais resultados sugerem que o H2O2 pode 

funcionar como molécula sinalizadora, iniciando o processo de tolerância cruzada (BOWLER; 

FLUHR, 2000). 

Nas plantas, o H2O2 está envolvido nos processos de aclimatação, defesa e 

desenvolvimento, sendo uma das ROS mais estáveis, o que justifica o fato de ser considerada 

como indicador de estresse oxidativo (SLESAK et al., 2007). O H2O2 pode atuar como uma 

molécula sinalizadora por ter uma meia-vida longa, quando comparada às de outras ROS, além 

de não ser um radical livre e não apresentar carga elétrica, diferentemente, por exemplo, de 

radical livre, como o •O2
- (HALLIWELL, 2006). Dessa forma, o H2O2 é capaz de percorrer 

longas distâncias até o seu alvo, podendo assim atuar como uma molécula sinalizadora 

(VRANOVÁ et al., 2002). Além disso, canais transportadores de água na membrana 
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plasmática, conhecidos como aquaporinas, podem facilitar o movimento de H2O2 

transmembranar (HENZLER; STEUDEL, 2000). 

O H2O2 atua como regulador de vários processos fisiológicos, como o 

fortalecimento da parede celular, a senescência, a produção de fitoalexinas, a fotossíntese, a 

abertura estomática e o ciclo celular. Contudo, os efeitos biológicos dessa ROS mostram-se 

dependentes não apenas de sua concentração, mas também do seu sítio de produção, do estádio 

de desenvolvimento da planta e da prévia exposição da planta a outros tipos de estresse 

(PETROV; VAN BREUSEGEM, 2012). Em raízes de arroz sob condições de hipóxia, o H2O2, 

assim como outras ROS, tem participação nos processos de ativação da formação de 

aerênquima lisígeno (YAMAUCHI; RAJHI; NAKAZONO, 2011). 

Além do grande aumento na produção de H2O2, outro indicador de estresse 

oxidativo é a lipoperoxidação ou peroxidação lipídica, definida como uma deterioração 

oxidativa de ácidos graxos poliinsaturados, presentes em grande quantidade nas membranas e 

nas organelas celulares (mitocôndrias e peroxissomos); é um processo constituído por reações 

encadeadas, sequenciais e que pode ser dividida em três etapas: iniciação, propagação e 

término. A peroxidação lipídica tem início quando ROS, dotadas de elétrons desemparelhados, 

promovem a remoção de hidrogênio de um grupo metileno (-CH2-). Nesta etapa há a produção 

de um novo radical livre (-CH•-), o qual, sob condições aeróbicas, combina-se com o oxigênio 

formando os radicais peroxila (ROO•), que são capazes de extrair outro hidrogênio de outra 

molécula de lipídio, estabelecendo uma propagação da reação que é interrompida com a 

formação de peróxidos cíclicos e epóxidos, que culminam por fragmentar os lipídeos poli-

insaturados, produzindo o malondialdeído (MDA ou 4-hidroxi-2-nonenal) (LLESUY, 2002). A 

intensidade da lipoperoxidação pode ser aferida através do malondialdeído (MDA), um 

intermediário do processo (CHIRICO, 1994). 

2.4  Oxigênio dissolvido 

O oxigênio molecular (O2) dissolvido é considerado o agente oxidante mais 

importante das águas naturais (BAIRD, 2002). A concentração de oxigênio dissolvido (OD) na 

água é controlada por vários fatores, sendo um deles a solubilidade. Essa solubilidade, bem 

como a de outros gases apolares, possuindo interações intermoleculares fracas com água, é 

pequena devido à característica polar da molécula de água. 

A presença de O2 na água se deve, em parte, àquele proveniente do ar atmosférico 

ou da fotossíntese, o qual se dissolve na água, formando um equilíbrio O2(g) ↔ O2(aq). Para o 

processo de dissolução do O2, a constante de equilíbrio da Lei de Henry (KH) é definida como: 

KH = [O2(aq)] / pO2, onde pO2 é a pressão parcial do oxigênio atmosférico e termo o [O2(aq)] é a 
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concentração de O2 dissolvido na água. O valor de KH para o O2 à temperatura de 25 °C é de 

1,29 x 10–3 mol L–1 atm–1. Ao nível do mar a pressão atmosférica é de 1 atm e a composição 

média em volume ou molar do ar seco é de 21% de O2, assim pode-se estimar a pressão parcial 

do oxigênio como sendo 0,21 atm. Portanto, estima-se a solubilidade do O2 em água, a 25 °C e 

no nível do mar, como sendo 2,7 x 10–4 mol L–1 ou 8,6 mg L–1. Esse valor apresenta uma 

concordância razoável com valores medidos de 8,11 mg L–1 ao nível do mar (CONNELL, 

1997). 

Como a concentração de OD é proporcional à pO2, pode-se inferir que a uma dada 

temperatura a solubilidade do oxigênio na água decresce com o aumento da altitude, pois com 

o aumento da altitude há uma diminuição da pressão atmosférica e, consequentemente o 

oxigênio molecular sendo um dos componentes do ar, tem também sua pressão parcial reduzida. 

Entretanto, um fator mais importante que a altitude no controle da solubilidade do O2 na água 

é a temperatura, uma vez que a solubilidade dos gases em água diminui com a elevação da 

temperatura; por exemplo, a quantidade de oxigênio que se dissolve a 0 °C (14,2 mg L–1 ou 

ppm) é mais do que o dobro da quantidade de OD a 35 °C (7,0 mg L–1) (CONNELL, 1997). 

Segundo Agudo (1992), a concentração de saturação de oxigênio dissolvido em 

água em função da temperatura e da salinidade, revelou que à temperatura de 30 °C há uma 

variação de apenas 0,7 ppm, quando a concentração de NaCl varia de 0 a 10.000 mg/L, ou seja, 

de 0 a 171,11 mM. Embora seja praticamente insignificante, quando comparada à temperatura, 

a salinidade também influencia a capacidade da água em dissolver oxigênio. Assim, a 

quantidade de minerais ou a presença de elevadas concentrações de sais dissolvidos na água em 

decorrência de atividades potencialmente poluidoras podem, mesmo que em pequena 

intensidade, influenciar o teor de OD na água. Além da temperatura, da pressão e da salinidade, 

existem outros fatores bioquímicos e climáticos que também podem influenciar o teor de OD 

em água. 

De acordo com Guimarães e Nour (2001), a concentração de O2 solubilizado em 

água pode decrescer em função de seu consumo pela decomposição da matéria orgânica 

(oxidação), por perdas para a atmosfera, pelo processo de respiração de organismos aquáticos, 

por nitrificação e oxidação química abiótica de substâncias; pela presença dos íons metálicos 

de ferro (II) e manganês (II). Entretanto, esse consumo de oxigênio, em condições naturais, é 

compensado principalmente pelo oxigênio produzido na fotossíntese e pelo “reabastecimento” 

de oxigênio com a aeração da água através do fluxo da água em cursos de água e rios pouco 

profundos. 
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2.5  Hipóxia e salinidade em arroz 

Em solos inundados, condições anóxicas (ausência de oxigênio) podem se formar 

localmente já que a difusão de gases na água é, aproximadamente, 1000 vezes mais lenta que 

no ar (LAMBERS et al., 2008). Nesse caso, condições insuficientes de oxigênio para a 

respiração induzem processos fermentativos nos vegetais. Esta rota alternativa para produção 

de ATP é mais dispendiosa em vista de seu baixo rendimento energético. Os tecidos vegetais 

geram energia na glicólise produzindo etanol e, às vezes, lactato. Normalmente a produção de 

lactato se dá logo após a privação celular de oxigênio (LAMBERS et al., 2008). O acúmulo de 

lactato baixa o pH do citosol, inibe a desidrogenase do lactato e a descarboxilase do piruvato; 

e, consequentemente, os processos de fermentação láctica e alcóolica. Quando o acúmulo de 

lactato não é interrompido ocorre grande acidificação do citosol e isto pode causar a morte 

celular (RIVOAL; HANSON, 1994). Por outro lado, o acúmulo de etanol não inibe o 

crescimento das plantas, pelo menos em concentrações que não superem aquelas normalmente 

encontradas em plantas alagadas. Assim, o etanol não desempenha um importante papel na 

lesão vegetal por inundações (JACKSON et al., 1982). 

Muitas espécies típicas de lugares sujeitos a alagamentos, incluindo as cultivadas, 

como o arroz (Oryza sativa L.), apresentam mecanismos envolvidos em prevenir problemas 

associados com solos inundados. Nessas plantas, a formação do aerênquima contribui para 

suprir as raízes com o oxigênio que vem da parte aérea, além facilitar a difusão dos gases CO2 

e metano das raízes para a parte aérea (COLMER, 2003b; EVANS, 2003). O aerênquima é um 

tecido que forma um contínuo sistema de espaços de ar na planta que difunde oxigênio, ou 

outros gases, da parte aérea para as raízes, ou vice-versa (JACKSON; ARMSTRONG, 1999). 

Assim, o aerênquima pode proporcionar benefícios aos processos fotossintéticos, ao transportar 

o CO2, produzido pela respiração, das raízes, para os espaços intercelulares de folhas, 

aumentando assim a concentração de CO2 disponível para a fotossíntese, conforme observado 

em algumas espécies de plantas do pantanal, o qual é um bioma de planícies alagadas 

constituídas principalmente por uma savana estépica (CONSTABLE; LONGSTRETH, 1994). 

Geralmente, a indução da formação de aerênquima leva 24 a 72 horas após o início das 

condições anaeróbicas (MALIK et al., 2003; HAQUE et al., 2010; RAJHI et al., 2011). 

Por causa do gradiente de pressão parcial dentro do aerênquima, o oxigênio move-

se por difusão para interior das raízes e esse transporte de oxigênio é frequentemente maior que 

o consumido pela respiração nestes órgãos. Entretanto, a difusão do oxigênio para a rizosfera 

implica em perda de oxigênio útil para a respiração radicular. Algumas plantas adaptadas a 

condições de inundação, como a Oryza sativa L., a Phragmitis autralis e a Glyceria maxima, 
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desenvolveram barreiras nas zonas basais das raízes capazes de reduzir as perdas radiais de 

oxigênio (ROL, do inglês radial O2 loss) nas raízes (COLMER, 2003a; SOUKUP et al., 2007). 

O aerênquima e a introdução de barreiras à ROL não são absolutamente benéficos 

às plantas. Raízes com aerênquima apresentam caracteristicamente um diâmetro largo e 

pequena área de superfície por unidade de biomassa. Por isso, a nutrição vegetal é bastante 

afetada. A presença de barreiras basais contra a ROL, provavelmente também diminui a 

capacidade de absorção de água e nutrientes, mesmo aumentando a difusão longitudinal de O2 

através dos aerênquimas em direção ao ápice da raiz, diminuindo as perdas de O2 para a 

rizosfera, e permitindo assim maior alongamento em substratos anaeróbicos (ARMSTRONG, 

1979; SOUKUP et al., 2007; LAMBERS et al., 2008). Entretanto, um estudo demonstrou que 

a formação inicial de barreiras apoplásticas na endoderme e exoderme de raízes de arroz em 

solo inundado não afeta significativamente a condutividade hidráulica, apesar de reduzir o fluxo 

de Na+ (RANATHUNGE et al., 2011). 

A exposição de plantas sensíveis à salinidade ou a estresse hídrico muitas vezes 

aumenta a sua respiração. Por exemplo, a respiração radicular de plantas de cevada aumenta 

quando exposta ao NaCl a 100 mM (BLOOM; EPSTEIN, 1984), sendo isso um reflexo do 

aumento da demanda energética ou de um aumento da atividade de caminhos alternativos à 

respiração aeróbica. Em plantas de trigo expostas à salinidade, o declínio na respiração radicular 

pode ser explicado pela falta de açúcar devido ao acúmulo de solutos osmóticos (LAMBERS 

et al., 2008).  Portanto, manejos culturais capazes de dar suporte ao crescimento e 

desenvolvimento, sob condições adversas, e a indução de processos de defesa, desencadeados 

normalmente pelo estresse salino, podem conjuntamente conferir ou maximizar a tolerância 

intrínseca de uma variedade. 

2.6  Histologia da raiz de arroz sob estresse abiótico 

No arroz, a parte exterior da raiz bem desenvolvida é constituída por quatro 

camadas de células: epiderme, exoderme, esclerênquima e córtex, ordenadas nesta sequência 

de fora para dentro da raiz (RANATHUNGE; STEUDLE; LAFITTE, 2003). 

A mais importante adaptação para solos alagados é o desenvolvimento de um 

aerênquima funcional assim como em outras espécies de solos alagados (RANATHUNGE et 

al., 2011). Em arroz, o aerênquima é do tipo lisígeno, ou seja, formado pela morte e subsequente 

lise de algumas células do córtex (JACKSON; FENNING; JENKINS, 1985). A formação do 

aerênquima é iniciada no ápice radicular e expande-se gradualmente para as partes basais das 

raízes (RANATHUNGE et al., 2003). Durante a formação do aerênquima nas raízes de arroz, 
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a morte celular começa nas células do meio do córtex e, em seguida, espalha-se radialmente 

para as células corticais vizinhas (KAWAI et al., 1998). 

O arroz apresenta ainda em suas raízes barreiras à ROL relacionadas à suberificação 

e/ou a lignificação nas camadas periféricas das raízes (DE SIMONE et al., 2003; SOUKUP et 

al., 2007), de modo que o esclerênquima ou a endoderme suberizadas e/ou esclerênquima 

lignificadas podem agir como barreiras à ROL (KOTULA et al., 2009). 

Em uma comparação histoquímica de raízes em solução nutritiva aerada e 

estagnada de oxigênio, os autores Ranathunge et al. (2011) observaram uma deposição similar 

de suberina na fileira de células mais internas da endoderme formando parede celular terciária 

em forma de “U”, e, que a deposição de lignina nas células do esclerênquima foi mais precoce 

e intensa nas plantas em solução estagnada de oxigênio.    

3  MATERIAIS E MÉTODOS 

3.1  Material vegetal e condição experimental 

A planta em estudo foi o arroz cv. SCSBRS 113, cultivada no sul do estado do 

Ceará. As sementes foram obtidas através de produtores da cidade de Iguatu-CE, os quais 

recebem assistência técnica da Ematerce e da Epagri. Foi realizada uma análise de germinação 

das sementes obtidas, atestando que essas sementes apresentavam ótima qualidade. 

A pesquisa foi desenvolvida no Laboratório de Fisiologia Vegetal do Departamento 

de Bioquímica e Biologia Molecular e no Laboratório de Biologia Vegetal do Departamento de 

Biologia da Universidade Federal do Ceará. A pesquisa foi realizada em câmara de germinação 

tipo B.O.D. à temperatura de 30°C e umidade relativa maior que 90% dia e noite, e fotoperíodo 

de 12 h de luz e 12 h de escuro, bem como em casa de vegetação, onde as temperaturas diurnas 

foram próximas de 35°C e o fotoperíodo de 12 h de luz e 12 h de escuro, típico da zona 

equatorial. 

Após a produção das mudas realizada em B.O.D, as plantas de arroz foram 

cultivadas em sistema hidropônico com solução nutritiva de Clark (1975) modificada, contendo 

a seguinte composição: NH4 (0,9 mM), NO3 (6,9 mM) P (0,069 mM), K (1,8 mM), Ca (2,6 

mM), Mg (0,6 mM), S (0,5 mM), Cl (0,5 mM), Mn (0,007 mM), Mo (0,0006 mM), B (0,019 

mM), Zn (0,002 mM), Cu (0,0005 mM), Fe – EDTA (0,076 mM).                              

3.2  Experimento I – Fase de perfilhamento  

Este experimento teve por objetivo analisar se a atenuação da hipóxia, pela 

suplementação com oxigênio na rizosfera, contribui para melhor crescimento e 

desenvolvimento da planta de arroz e se os mecanismos de tolerância a hipóxia contribuem para 

uma maior tolerância à salinidade. Desta forma, o arroz foi semeado em substrato de papel 
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“germitest” umedecido com água destilada e colocado para germinar em B.O.D. até que o 

coleóptilo atingisse o tamanho de aproximadamente 5 cm (± 10 dias). As plântulas foram 

transferidas para um suporte de isopor disposto sobre bacias contendo solução nutritiva. As 

raízes das plântulas ficaram completamente submersas em solução nutritiva por 20 dias para 

crescerem sob as condições experimentais de casa de vegetação. No trigésimo dia, os 

tratamentos de oxigenação radicular e de salinidade foram aplicados durante 10 dias. A partir 

do trigésimo segundo dia de semeadura, o monitoramento de trocas gasosas através do 

analisador de gás no infravermelho – IRGA modelo LI-6400 (LI-COR Inc., CA, EUA), foi 

realizado três vezes em intervalos de quatro dias. As análises de crescimento (comprimento e 

massa seca da parte aérea e da raiz), os teores de H2O2 e de MDA, e as atividades enzimáticas 

das principais enzimas do sistema antioxidante foram realizadas a partir da coleta das plantas 

com 40 dias após a semeadura. 

O experimento foi arranjado em esquema fatorial 3 x 3, com delineamento 

inteiramente casualizado. O primeiro fator constou de três condições diferentes de oxigenação 

radicular e o segundo fator de três níveis de NaCl aplicadas na solução nutritiva. As condições 

de oxigenação do sistema em solução nutritiva radicular foram:  OD < 3,5 ppm (baixa 

oxigenação); OD = ± 5,5 ppm (condição controle); OD = ± 7,5 ppm (alta oxigenação). As doses 

de NaCl empregadas foram: 0, 40 e 80 mM de NaCl. A solução nutritiva apresentou uma 

condutividade elétrica (CE) de ± 1,5 dS m-1 na ausência de NaCl (controle) e ± 4,5 e ± 6,5 dS 

m-1 em presença de 40 e 80 mM de NaCl, respectivamente. Cada tratamento teve quatro 

repetições, com cada repetição compostas por três plantas. 

Neste experimento foram desenvolvidas determinações de massa seca de parte 

aérea e raízes, número de perfilhos, área foliar, comprimento de parte aérea e raízes, e teores de 

clorofila a e b, carotenóides, íons (Na+, Cl-, K+ e Ca2+), proteínas, sacarose, monossacarídeos, 

malondialdeído, glutationa, ascorbato e lignina, além da atividade enzimática de CAT, SOD, 

APX, G-POD e análises de trocas gasosas.  

3.3  Experimento II - Fase de pré-perfilhamento 

Este experimento teve por objetivo avaliar à formação das barreiras à ROL e 

medidas de crescimento.  As sementes de arroz foram postas para germinar em câmara tipo 

B.O.D. e após 10 dias foram transferidas para casa de vegetação, onde ficaram por 2 dias até 

que, no décimo segundo dia após a semeadura, os tratamentos de oxigenação radicular e de 

salinidade foram aplicados durante 15 dias. As condições experimentais foram semelhantes às 

descritas no item 3.2.  
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O experimento foi arranjado em esquema fatorial 3 x 2 x 3, com delineamento 

inteiramente casualizado. O primeiro fator corresponde a três condições diferentes de 

oxigenação radicular, o segundo fator a duas doses de NaCl aplicadas na solução nutritiva e 

terceiro fator a três tempos de coleta. As condições de oxigenação radicular foram similares as 

do experimento I (item 3.2) e as doses de NaCl foram 0 e 80 mM de NaCl. As coletas foram 

realizadas aos 5, 10 e 15 dias da aplicação dos tratamentos (DAT) e cada tratamento teve quatro 

repetições composta de três plantas. 

Neste experimento foram desenvolvidas determinações do conteúdo de água nas 

folhas, área foliar, comprimento de parte aérea e raízes, e teor de lignina nas raízes, além das 

análises histoquímicas para visualização da barreira contra perda radial de oxigênio. 

3.4  Caracterização dos tratamentos experimentais de oxigenação  

Nas condições experimentais estabelecidas, a solução nutritiva continha ± 5,5 ppm 

de OD. Assim, para que o tratamento com ± 7,5 ppm de OD fosse estabelecido, foi realizada 

uma aeração com bombas de aquário na proporção de uma bomba para cada 6 L de solução 

nutritiva. Para que houvesse a remoção de parte do oxigênio dissolvido na solução nutritiva a 

fim de estabelecer condições com OD < 3,5 ppm, foram adicionados 0,4 mL de metabissulfito 

de sódio (Na2S2O5 a 1 M) por cada litro da solução nutritiva todos os dias. Nesta condição, a 

solução teve o OD < 3,5 ppm, com variação de 0 a 3,4 ppm de OD durante as 12 primeiras 

horas de aplicação e a variação de pH foi de 5,8 a 4,0 nas 6 primeiras horas. Entretanto, o OD 

foi mantido menor que 3,5 ppm e o pH foi mantido a 5,8, com correção de pH realizada com 

KOH 1 M, por 24 h. A cada dois dias a solução nutritiva foi trocada. 

Para que os efeitos das condições de oxigenação radicular não fossem confundidos 

com os possíveis efeitos residuais do Na2S2O5, todos os tratamentos tiveram a aplicação de 

metabissulfito de sódio 1 M na mesma proporção dos tratamentos com baixa oxigenação. 

Entretanto, esta aplicação foi prévia à formulação e troca das soluções nutritivas para que não 

houvesse nenhum efeito sobre o OD quando esta fosse usada. A aplicação prévia ocorreu 

sempre dois dias antes do eventual uso das soluções nas trocas de soluções nutritivas. 

3.5  Análise estatística 

Os dados coletados foram submetidos a um teste de normalidade (teste de Shapiro-

Wilk) antes de serem submetidos à análise de variância (ANOVA). O teste de Tukey foi aplicado 

para as variáveis com teste F significativo a 5%. O software utilizado para a análise estatística 

foi o Sisvar (FERREIRA, 2011). 
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3.6  Métodos analíticos 

3.6.1  Massa seca e conteúdo de água das folhas (CAF) 

Durante as coletas, as plantas de arroz foram divididas em amostras de colmo, 

folhas e raízes, as quais foram congeladas a -80°C e posteriormente liofilizadas. Após a 

completa secagem as amostras foram pesadas em balanças de precisão para determinação da 

massa seca da parte aérea, das raízes e das folhas. A partir da diferença entre a massa fresca e a 

massa seca da totalidade das folhas de cada planta pode-se calcular o conteúdo de água das 

folhas. Os valores de massa seca foram expressos em gramas por planta (g planta-1) e os valores 

de CAF foram expressos em miligramas de água por planta (mg H2O planta-1). 

3.6.2  Número de perfilhos e área Foliar 

Ao fim do experimento II o número de perfilhos foi contabilizado, e as folhas de 

cada perfilho das plantas de arroz foram coletadas para medição da área foliar (AF) por planta 

e por perfilho, através de um medidor de área modelo LI-3100 (Li-Cor., Inc, Lincoln, Nebraska, 

USA). A área foliar foi cm2 planta-1 e cm2 perfilho-1. 

3.6.3  Comprimento da parte aérea e das raízes  

Os comprimentos da parte aérea e das raízes foram medidos com fita métrica. No 

caso da parte aérea, cada perfilho foi medido e a média do somatório dessas medidas foi usada 

como valor de comprimento, enquanto que a medida de comprimento das raízes foi a referente 

a média das medidas das maiores raízes das plantas que compunham a repetição. Os 

comprimentos foram expressos em centímetros. 

3.6.4  Clorofila a, b, total e carotenoides 

Os teores de clorofila e dos carotenoides foram determinados através do método 

descrito por Wellburn (1994). Três discos foliares de 1 cm de diâmetro foram retirados da 

primeira folha de arroz completamente expandida no momento da coleta (aproximadamente 

0,05 g de material seco). Os discos foram colocados em tubos de ensaio (protegidos da luz), 

contendo 2 mL da solução de extração (dimetilsulfóxido saturada com CaCO3). Após 72 h, as 

amostras foram incubadas a 65°C em banho-maria por 45 min e a absorbância dos 

sobrenadantes foi mensurada nos seguintes comprimentos de onda: 665, 649 e 480 nm. Como 

branco foi usado a solução de extração. As concentrações de clf a, clf b, clf total e carotenoides, 

em μg mL-1, foram estimadas através de fórmulas: Clf a = 12,47 A665 – 3,62 A649; Clf b = 25,06 

A649 – 6,50 A665; Clf total = 7,15 A665 + 18,71 A649; Carotenoides = (1000 A480 – 1,29 Clfa – 53,78 
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Clfb) /220 e posteriormente as concentrações foram calculadas em mg g-1 de massa seca (MS), 

utilizando a massa dos secas dos discos foliares similares aos usados na extração. 

3.6.5  Trocas gasosas 

No experimento I, as trocas gasosas foram avaliadas com um analisador de gás no 

infravermelho – IRGA modelo LI-6400 (LI-COR Inc., CA, EUA). As avaliações foram 

realizadas a cada três dias a partir do trigésimo segundo dia após a semeadura, sendo assim 

foram realizadas três avaliações. A cada avaliação foi mensurada a fotossíntese líquida (A), a 

condutância estomática (gs), a transpiração foliar (E), a concentração interna de CO2 (Ci). 

Também foi calculada, para cada tempo de avaliação, a eficiência instantânea do uso de água 

pela relação entre a fotossíntese líquida e a transpiração foliar (A/E) e a relação da concentração 

de CO2 interna e externa (Ci/Ca). No momento das mensurações, a temperatura da câmara foi 

mantida a 30°C, a concentração de CO2 externa (referência) foi mantida a 400 ppm e a 

densidade de fluxo de fótons fotossinteticamente ativa (PPFD) na folha foi mantida em 1200 

µmol fótons m-2 s-1. As medidas foram realizadas na parte mediana da primeira folha 

plenamente expandida do perfilho matriz. 

3.6.6  Determinação dos teores dos íons Na+, K+ e Cl- 

Para a determinação dos teores dos íons inorgânicos, 40 mg do material vegetal 

liofilizado e macerado de folhas e raízes foram homogeneizados, separadamente, com 4 mL de 

água desionizada. Os homogenatos foram mantidos em banho-maria à temperatura de 95°C, 

durante 1 h, com agitações a cada 20 min. Após esse tempo, as amostras foram centrifugadas a 

3.000 x g por 10 min, à temperatura ambiente (SARRUGE; HAAG, 1974).  

Os teores de Na+ e K+ foram determinados segundo Malavolta et al. (1989), com o 

auxílio de um fotômetro de chama [Micronal, modelo B462 (São Paulo/SP, Brasil)]. As 

concentrações de Na+ e K+ foram calculadas por meio de uma curva padrão feita com NaCl e 

KCl, respectivamente. 

O teor de Cl- foi determinado segundo o método colorimétrico de Gaines, Parker e 

Gascho (1984) com auxílio de um espectrômetro ajustado à 460 nm. A reação de determinação 

foi realizada com 1 mL de extrato bruto, convenientemente diluído, e 167 µL de Hg(SCN)2 

(13,2 M) / Fe(NO3)3•9H2O (20,2%) (4:1). As leituras de absorbância foram convertidas em 

concentração de Cl- usando uma curva padrão feita com NaCl. Os teores iônicos foram 

expressos em mol g-1 MS. 
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3.6.7  Determinação dos teores dos íons Ca2+ 

A extração de Ca2+ foi realizada segundo Malavolta, Vitti e Oliveira (1997). Em 

tubos de digestão, foram adicionados 0,5 g do material vegetal, liofilizado e macerado de folhas 

e raízes, e 6 mL da mistura das soluções de ácido nítrico (HNO3) e ácido perclórico (HClO4), 

na proporção de 2:1 (v/v). Os tubos foram colocados no bloco digestor [modelo MA 4025, 

Marconi® (Piracicaba, SP, Brasil)], cuja temperatura foi gradativamente elevada até 160°C, até 

o volume ser reduzido à metade. Alcançada essa situação, a temperatura foi então aumentada 

para 250°C, na qual os tubos foram mantidos até o extrato tornar-se incolor e sem resquícios de 

material não digerido. Após os tubos retornarem à temperatura ambiente, o volume foi aferido 

para 50 mL com água desionizada, em balão volumétrico. Os teores de Ca2+ oram determinados 

com o auxílio de um fotômetro de chama [Micronal, modelo B462 (São Paulo/SP, Brasil)] e da 

equação da curva padrão confeccionada com CaCl2. O teor do íon cálcio foi expresso em mol 

g-1 MS. 

3.6.8  Determinação de proteínas solúveis 

 A extração do material proteico foi realizada através da maceração de 0,5 g de 

material vegetal liofilizado de folhas e raízes com auxílio de nitrogênio líquido e 10 mL de 

tampão fosfato de potássio 0,1 M c/ EDTA 0,1 mM (pH 7,0), a 4 °C, em almofariz de porcelana 

acondicionado em bloco de gelo. Após 5 minutos de maceração, o homogenato foi filtrado em 

tecido de náilon de malha fina e transferido para tubos Eppendorf de 1,5mL e centrifugado a 

12000 x g durante 15 min a 4oC. O sobrenadante foi armazenado em ultrafreezer, a -80oC. 

As proteínas solúveis foram quantificadas pelo método de Bradford (1976). A 

mistura analítica foi de 200 μL do reagente de Bradford adicionado a 20 μL do extrato 

convenientemente diluído. As leituras de absorbância foram realizadas em espectrofotômetro 

de microplaca (Modelo Synergy™ M, BioTek) regulado no comprimento de onda de 595 nm. 

Como padrão, foi utilizada albumina de soro bovino (BSA). Os resultados foram expressos em 

mg g-1 MS. 

3.6.9  Teores de sacarose e monossacarídeos 

Os carboidratos solúveis totais, nos quais estão presentes os monossacarídeos 

(frutose e glicose) e o dissacarídeo (sacarose), foram extraídos de acordo com a metodologia 

descrita por Rinne et al. (2012), modificada. O material vegetal macerado de folhas e de raízes 

foi homogeneizado, separadamente, com água ultrapura Milli-Q® por meio de vigorosa 

agitação em vórtex. Em seguida, os tubos contendo o homogenato foram colocados em banho 

ultrassônico, durante 30 min e, logo após, incubados em banho-maria a 85ºC, por 30 min. 
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Transcorrido esse tempo, as amostras foram deixadas à temperatura ambiente, por 30 min, para 

resfriamento e, em seguida, centrifugadas a 10.000 x g, por 3 min. Ao final do processo, os 

sobrenadantes foram filtrados por meio de membrana de politetrafluoretileno (PTFE), com poro 

de 0,2 µm de diâmetro, e armazenados sob refrigeração a -20º C. 

A separação e a análise dos açúcares foram realizadas através de cromatografia lí-

quida de alta performance (HPLC, Shimadzu, Japão) em coluna de fase reversa e injetor auto-

mático (mod. SIL-20A, Shimadzu). A separação de glicose e frutose foi realizada em coluna 

cromatográfica SUECO Ca, por meio de um gradiente contendo somente água ultrapura Milli-

Q®, a 85 °C, com fluxo de 0,5 mL/min, por 25 min. A separação de sacarose foi realizada em 

coluna cromatográfica apHera™ NH2 Polymer (5 µm), por um gradiente contendo água (25%) 

e acetonitrila (75%), a 30ºC, com fluxo de 0,6 mL/min, por 15 min. Uma alíquota de 20 μL de 

cada amostra foi injetada e os picos foram detectados por um refratômetro acoplado ao HPLC. 

As áreas dos picos foram integradas e os açúcares quantificados após comparação com uma 

curva padrão previamente construída a partir de concentrações crescentes de padrões de D-fru-

tose, D-glicose e sacarose (Sigma Aldrich). Os resultados dos teores de açúcares foram expres-

sos em μmol g-1 MS. 

3.6.10  Determinação de malondialdeído (MDA) 

Os teores de MDA foram determinados seguindo o método de Jambunathan (2010). 

Para a determinação de MDA, 250 µl de extrato (o mesmo usado para determinação de proteína 

solúveis, conforme descrito no item 3.6.9) foram adicionados a 250 µl de água e 500 µl da 

solução TBA-TCA [ácido tricloroacético (TCA) 20% em ácido tiobarbitúrico (TBA) 0,5%]. A 

mistura foi aquecida por 30 min a 95oC e centrifugada a 3000 x g, durante 10 min. A 

quantificação de MDA foi realizada a partir da diferença das leituras de absorbância não-

específica (600 nm) da específica (532 nm), realizadas em espectrofotômetro de microplaca 

(Modelo Synergy™ Mx, BioTek), usando o coeficiente de extinção molar do MDA (15,6 mM-

1 cm-1). Os resultados foram expressos em nmol g-1 MS. 

3.6.11  Atividade das enzimas antioxidantes 

O extrato utilizado para a determinação das atividades de enzimas antioxidantes foi 

o mesmo para detecção de proteínas solúveis, conforme descrito no item 3.6.9. 

3.6.11.1  Atividade enzimática da Catalase 

A atividade da catalase (CAT; CE 1.11.1.6) foi medida de acordo com Beers e Sizer 

(1952), com modificações. O meio de reação foi constituído de 210 μL de tampão fosfato de 

potássio a 0,1 M, contendo EDTA a 0,1 mM (pH 7,0) a 30°C, foram adicionados de 20 μL de 
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H2O2 a 0,5 M e 20 μL do extrato proteico. A atividade da CAT foi determinada por meio do 

consumo do H2O2, sendo mensurada a partir do decaimento das leituras de absorbância a 240 

nm realizadas em espectrofotômetro de microplaca (Modelo Synergy™ Mx, BioTek) durante 

300 s, com leituras sucessivas em intervalos de 50 s. A atividade da enzima foi calculada com 

base no coeficiente de extinção molar do H2O2 (36 M-1 cm-1). Os resultados foram expressos 

em μmol H2O2 min-1 g-1 de proteína.  

3.6.11.2  Atividade enzimática da peroxidase do ascorbato  

A atividade da peroxidase do ascorbato (APX; EC 1.11.1.1) foi determinada de 

acordo com Nakano e Asada (1981). O meio de reação foi constituído de 160 μL de tampão 

fosfato de potássio a 50 mM, contendo EDTA a 50 µM (pH 6,0) a 30°C, foram adicionados de 

20 μL do extrato proteico, 10 μL de H2O2 a 30 mM e 10 μL de ácido ascórbico a 15 mM.  A 

atividade da APX foi determinada por meio da oxidação do ascorbato, sendo mensurada a partir 

do decaimento das leituras de absorbância a 290 nm realizadas em espectrofotômetro de 

microplaca (Modelo Synergy™ Mx, BioTek) durante 300 s, com leituras sucessivas em 

intervalos de 50 s. A atividade da enzima foi calculada com base no coeficiente de extinção 

molar do ascorbato (2,8 mM-1 cm-1). Os resultados foram expressos em μmol H2O2 min-1 g-1 de 

proteína, considerando a relação de 2 moles de ascorbato para 1 mol de H2O2. 

3.6.11.3  Atividade enzimática da peroxidase do guaiacol 

A atividade da peroxidase do guaiacol (G-POD; EC 1.11.1.7) foi determinada tal 

como descrito por Urbanek et al. (1991). O meio de reação foi constituído de 90 μL de tampão 

fosfato de potássio a 0,1 M, contendo EDTA a 0,1 mM (pH 7,0) a 30°C, foram adicionados 50 

μL de guaiacol a 0,02 M, 50 μL de H2O2 a 0,06 M e 10 μL do extrato proteico. A atividade da 

G-POD foi determinada por meio da formação de tetraguaiacol a partir da oxidação do guaiacol, 

sendo mensurada a partir do aumento das leituras de absorbância a 470 nm realizadas em 

espectrofotômetro de microplaca (Modelo Synergy™ Mx, BioTek) durante 300 s, com leituras 

sucessivas em intervalos de 50 s. A atividade da enzima foi calculada com base no coeficiente 

de extinção molar do tetraguaiacol (26,6 mM-1 cm-1), considerando a relação de formação de 

um mol de tetraguaiacol para o consumo de quatro moles de H2O2. Os resultados foram 

expressos em que corresponde mmol H2O2 min-1 g-1 de proteína. 

3.6.11.4  Atividade enzimática da dismutase do superóxido 

A atividade da dismutase do superóxido (SOD; EC 1.15.1.1) foi determinada 

medindo a sua capacidade para inibir a redução fotoquímica do azul de nitrotetrazólio (NBT), 

como descrito por Giannopolitis e Ries (1977). O meio de reação foi constituído de 165 μL de 

tampão fosfato de potássio a 0,05 M (pH 7,8), contendo EDTA a 0,1 mM e metionina a 19,5 
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mM, foram adicionados 10 μL do extrato proteico, 25 μL de NBT a 750 µM e 50 μL de 

riboflavina a 10 µM. A reação foi conduzida a 25°C numa câmara iluminada com duas lâmpadas 

fluorescentes de 20 W, por 15 min.  Os resultados foram expressos em U g-1 de proteína. Uma 

unidade de atividade da SOD (U) foi definida como a quantidade de enzima necessária para 

causar uma inibição de 50% na taxa de fotorredução do NBT nesse tempo de reação, sendo as 

leituras de absorbância realizadas em espectrofotômetro de microplaca (Modelo Synergy™ 

Max, BioTek) regulado no comprimento de onda de 560 nm (BEAUCHAMP; FRIDOVICH, 

1971).  

3.6.12  Antioxidantes não enzimáticos 

O extrato utilizado para a determinação dos teores de antioxidantes não enzimáticos 

foi o mesmo para detecção de proteínas solúveis, conforme descrito no item 3.6.9. 

3.6.12.1  Glutationa reduzida e total, e estado redox 

O meio de reação para a determinação do glutationa reduzida (GSH) foi constituído 

de: 10 μL de extrato proteico e 130 μL de tampão fosfato de sódio a 150 mM, pH 7,4, EDTA 

6,3 mM, o qual foi incubado a 30°C por 10 min antes de ser acrescido de 10 μL de 5,5-ditiobis 

(ácido 2-nitrobenzóico) (DTNB) a 6 mM (em solução tampão fosfato de potássio a 150 mM 

(pH 7,4) com EDTA 6,3 mM). A mistura foi agitada e incubada a 30°C por 15 min antes da 

leitura ser realizada. Para a determinação de glutationa total [GSH + glutationa oxidada 

(GSSG)], a GSSG presente foi inicialmente reduzida a GSH pela ação da enzima redutase da 

glutationa (GR). Para isso, a 10 μL de extrato foram adicionados a 130 μL de tampão fosfato 

de sódio a 150 mM (pH 7,4) com EDTA 6,3 mM, 1 U mL-1 de GR e NADPH a 0,3 mM, 

incubado a 30°C por 10 min antes de ser acrescido de 10 μL de 5,5-ditiobis (ácido 2-

nitrobenzóico) (DTNB) a 6 mM (em solução tampão fosfato de potássio a 150 mM (pH 7,4) 

com EDTA a 6,3 mM). A mistura foi agitada e incubada a 30°C por 15 min antes da leitura ser 

realizada. Os teores de GSH e glutationa total foram mensurados a partir de leituras de 

absorbância a 412 nm realizadas em espectrofotômetro de microplaca (Modelo Synergy™ Mx, 

BioTek) O cálculo dos teores de GSH e glutationa total foram realizados mediante a curva de 

padrão de glutationa (GRIFFITH, 1980). O estado redox do ascorbato foi determinado pela 

razão entre o GSH e glutationa total. Os teores de GSH e glutationa total foram expressos em 

µmol g-1 MS. 

3.6.12.2  Ascorbato reduzido e total, e estado redox 

O meio de reação para a determinação do ascorbato reduzido (AsA) foi constituído 

de: 10 μL de extrato proteico; 30 μL de tampão fosfato de potássio a 150 mM (pH 7,4) com 

EDTA 6,3 mM; 20 μL de água desionizada; 40 μL de TCA 10%; 40 μL de H2PO4 44%; 40 μL 
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bipiridil 4%; 20 μL de FeCl3 3%. A mistura foi agitada por 10 min a 37 °C e depois ficou em 

repouso por 50 min na mesma temperatura antes de proceder com a leitura espectrofotométrica. 

Já o meio de reação para a determinação do ascorbato total [AsA + ascorbato oxidado 

(monodesidroascorbato-MDHA ou desidroascorbato-DHA)] foi constituído de: 10 μL de 

extrato proteico; 30 μL de tampão fosfato de potássio a 150 mM (pH 7,4) com EDTA 6,3 mM 

e 10 μL deL-1 ditiotreitol (DTT) a 10 mM (em solução tampão fosfato de potássio a 150 mM 

(pH 7,4) com EDTA 6,3 mM). A mistura foi deixada em repouso por 15 min, em temperatura 

ambiente, antes de ser acrescida de: 10 μL de N-etilmaleiamida (NEM) 0,5%, 40 μL de TCA 

10%, 40 μL de H2PO4 44%, 40 μL bipiridil 4% e 20 μL FeCl3 3%. A mistura foi agitada por 10 

min a 37 °C e depois ficou em repouso por 50 min na mesma temperatura antes de proceder 

com a leitura espectrofotométrica. 

Os teores de AsA e ascorbato total foram mensurados a partir de leituras de 

absorbância a 525 nm realizadas em espectrofotômetro de microplaca (Modelo Synergy™ Mx, 

BioTek). O cálculo dos teores de AsA e ascorbato total foram realizados mediante a curva de 

padrão de ácido L-ascórbico (LAW; CHARLES; HALLIWELL, 1983).  O estado redox do 

ascorbato foi determinado pela razão entre o AsA e o ascorbato total. Os teores de AsA e 

ascorbato total foram expressos em µmol g-1 MS. 

3.6.13  Determinação do teor de lignina  

O sistema radicular inteiro de uma planta de cada repetição foi liofilizado e 

macerado com auxílio de nitrogênio líquido.  A lignina foi extraída segundo o método 

modificado do ácido tioglicólico (SUZUKI et al., 2009). As amostras de 5 mg das raízes 

liofilizadas e maceradas foram lavadas com 1,4 mL de água desionizada e centrifugadas a 

16.100 g por 10 min, em seguida, os precipitados foram adicionados de 1,2 mL metanol (99,8%) 

em banho-maria a 60 °C por 20 min e centrifugados a 16.100 x g por 10 min, sendo este 

procedimento repetido duas vezes antes dos precipitados serem secos em liofilizador por 2 h. 

Aos precipitados secos foram adicionados de 1 mL de HCl (3 N) e 0,1 mL de ácido tioglicólico 

(98%) em banho-maria a 80 °C por 3 h e centrifugados a 16.100 g por 10 min. Logo depois os 

precipitados foram lavados com 1 mL de água desionizada e novamente centrifugados a 16.100 

x g por 10 min. Os precipitados foram ressuspendidos com 1 mL de NaOH (1 N) e os tubos 

agitados verticalmente a 80 rpm por 16 h. Um mililitro do sobrenadante foi coletado após 

centrifugação a 16.100 x g por 10 min, e acidificado com 0,2 mL de HCl (99,8%), a reação foi 

resfriada com banho de gelo, e logo após as amostras foram centrifugados a 16.100 x g por 10 

min. Os precipitados representam a lignina extraída, que foi ressuspendida com 1 mL de NaOH 

(1 N) sob agitação. Os teores de lignina foram quantificados por uma curva padrão construída 
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com concentrações de lignina alcalina e sua correspondente absorbância no comprimento de 

onda de 280 nm em espectrofotômetro de microplaca (Modelo Synergy™ Mx, BioTek). Os 

teores de lignina foram expressos em mg g-1 MS. 

3.4.14 Histoquímica de barreiras à ROL 

A raiz principal ou uma raiz adventícia (em caso de falta da raiz principal) de duas plantas de 

arroz de cada tratamento do experimento II foram seccionadas entre 35-40 mm a partir do ápice 

radicular. Este ponto foi escolhido por ser um intervalo um pouco acima de onde se inicia o 

bloqueio às perdas radiais de oxigênio (ROL) em raízes de arroz sob alagamento, segundo 

Kotula et al. (2009).  

Os cortes foram fixados em uma solução de paraformaldeído 4% em tampão fosfato 

de sódio 0,02 M (pH 7,2) por 48 horas à temperatura ambiente, de acordo com Karnovisky, 

1965. Depois de fixado, o material foi desidratado em uma bateria de soluções com 

concentrações crescentes de etanol e, em seguida, embebido em historesina (Historesin 

Embbeding Kit-Jung). Os cortes foram feitos com 6 μm de espessura, utilizando um micrótomo 

semiautomático (Slee Mainz CUT 5062). Em seguida, eles foram sujeitos aos seguintes 

corantes para análise citoquímica: azul de toluidina (AT) 0,025% (pH 4,0) por 20 min 

(VIDAL,1977) e safranina 0,002% por 12 segundos (BOND et al., 2008). As lâminas foram 

examinadas em um fotomicroscópio OLYMPUS UC30, acoplado a uma câmera digital (modelo 

UC30) e a um computador com o software "CELL" para análise de imagem. 

Os corantes AT e safranina são exemplos de corantes metacromáticos. A 

metacromasia é um evento espectral caracterizado por um abaixamento do pico de absorção, 

até muitas vezes o seu desaparecimento (hipocromismo) acompanhado de um deslocamento de 

pico para comprimentos de onda mais curtos (deslocamento hipsocrômico). Deste modo, estes 

corantes não obedecem a lei de Lambert-Beer. 

O AT cora em esverdeado, azul claro e róseo-avermelhado conforme maior for 

concentração do corante ligado a grupos carboxílicos, comuns na pectina, presente na parede 

celular e o principal componente da lamela média (CARPITA et al., 2015). A safranina colori 

em tons de vermelho a lignina, os cromossomos, o nucléolo, a cutina e a suberina 

(JOHANSSON, 1940; KASTEN, 1989; RUZIN, 1999; HOROBIN, 2002). Sendo, portanto, um 

corante capaz de cora as barreiras à ROL, que são formadas pela deposição de suberina e/ou 

lignina. 

4  RESULTADOS 

4.1  Experimento I – Fase de perfilhamento 
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O número de perfilhos e as massas secas da parte aérea (MSPA), das folhas (MSF) e das 

raízes (MSR) foram afetados tanto pela salinidade quanto pela oxigenação da solução nutritiva, 

enquanto o comprimento médio das raízes foi alterado apenas pela oxigenação da solução 

nutritiva (Tabelas 1 e 2). Os tratamentos de salinidade e oxigenação mostraram interação 

significativa para as variáveis: área foliar, área foliar por perfilho, comprimento da parte aérea 

e teores de clorofila total, clorofila a, clorofila b e carotenoides (Tabelas 1 e 2). 

Tabela 1- Resumo do quadro de ANOVA para as variáveis número de perfilhos (N°PER), massa seca da parte aérea 

(MSPA), massa seca foliar (MSF), massa seca de raízes (MSR), área foliar (AF) e área foliar por perfilho (AFPE) 

em plantas de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos tratamentos de oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de 

oxigênio dissolvido (OD)] e salinidade (0, 40 e 80 mM de NaCl) 

Fonte de variação G.L. 
Quadrado Médio 

N°PER MSPA MSF MSR AF AFPE 

Oxigenação (O) 2 5,141* 1,403** 0,333** 0,123** 18929,5** 137,35** 

Salinidade (S) 2 15,03** 4,84** 2,012** 0,223** 83921,8** 653,17** 

O x S 4 2,784ns 0,169ns 0,04ns 0,005ns 4773,4** 92,46** 

O / 0 mM de NaCl 2 - - - - 22526,9** 300,49** 

O / 40 mM de NaCl 2 - - - - 4153,8** 19,81ns 

O / 80 mM de NaCl 2 - - - - 1795,8* 1,94ns 

S/ < 3,5 ppm OD 2 - - - - 45348,6** 446,9** 

S/ ±5,5 ppm OD 2 - - - - 39417,6** 367,7** 

S/ ±7,5 ppm OD 2 - - - - 8702,4** 23,38ns 

Resíduo 27 1,14 0,086 0,023 0,006 469,5 17,42 

CV (%)  14,17 14,26 13,04 15,40 12,38 18,28 
* p < 0,05; ** p < 0,01; ns p > 0,05 

Tabela 2 – Resumo do quadro de ANOVA para as variáveis comprimento da parte aérea (CPA); comprimento das 

raízes (CR); teor de clorofila a (Cfla), clorofila b (Cflb), clorofila total (Cfltotal) e carotenoides (CAR) em plantas 

de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos tratamentos de oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio 

dissolvido (OD)] e salinidade (0, 40 e 80 mM de NaCl) 

Fonte de variação G.L. 
Quadrado Médio 

CPA CR Clfa Cflb Cfltotal CAR 

Oxigenação (O) 2 199,08** 519,55** 33,41** 5,14** 61,25** 1,381** 

Salinidade (S) 2 439,65** 1,89ns 4,11ns 0,933ns 8,65ns 0,105ns 

O x S 4 35,37** 7,13ns 11,95** 2,10** 23,54** 0,393* 

O / 0 mM de NaCl 2 206,2** - 2,72ns 0,41ns 2,05ns 0,19ns 

O / 40 mM de NaCl 2 49,69** - 6,58ns 1,01ns 12,4ns 0,20ns 

O / 80 mM de NaCl 2 13,92* - 48,01** 7,93** 93,88** 1,77** 

S/ < 3,5 ppm OD 2 222,4** - 1,57ns 1,33ns 5,45ns 0,07ns 

S/ ±5,5 ppm OD 2 259,12** - 22,89** 3,12** 43,09** 0,68** 

S/ ±7,5 ppm OD 2 28,9** - 3,56ns 0,69ns 7,19ns 0,14ns 

Resíduo 27 3,36 3,594 2,37 0,489 4,758 0,124 

CV (%)  3,56 6,68 13,07 16,82 13,64 15,59 
* p < 0,05; ** p < 0,01; ns p > 0,05 

A redução da oxigenação da solução nutritiva e a aplicação de NaCl a 40 ou a 80 mM de 

NaCl reduziram o perfilhamento, a MSPA, a MSF e a MSR das plantas de arroz (Figura 1). Em 

relação ao controle, a baixa oxigenação (OD < 3,5 ppm) provocou uma redução de 12% sobre 

a capacidade de perfilhamento, de 26% sobre a MSPA, de 23% sobre a MSF e de 30% sobre a 

MSR; enquanto que a salinidade de 40 ou 80 mM de NaCl provocou uma redução média de 21% 
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sobre a capacidade de perfilhamento, de 37% sobre a MSPA, de 40% sobre a MSF e de 32% 

sobre a MSR, respectivamente.  

 

Figura 1 – Número de perfilhos (A), massa seca da parte aérea (B), massa seca foliar (C), massa seca de raízes 

(D), área foliar (E), área foliar por perfilho (F), comprimento da parte aérea (G) e comprimento da raiz (H) em 

plantas de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos tratamentos de oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio 

dissolvido (OD)] e salinidade (0, 40 e 80 mM de NaCl). Para os gráficos das variáveis sem interação dos 

tratamentos significativa a 5%, as letras minúsculas comparam os tratamentos de oxigenação e as letras maiúsculas 

os tratamentos de salinidade. Para os gráficos das variáveis com interação dos tratamentos significativa a 5%, as 

letras minúsculas comparam os tratamentos de oxigenação dentro de cada tratamento de salinidade e as letras 

maiúsculas os tratamentos de salinidade dentro de cada tratamento de oxigenação. 
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A área foliar das plantas de arroz foi afetada pela redução da oxigenação e pelo aumento 

da salinidade da solução nutritiva (Figura 1E). A salinidade, a 40 e 80 mM de NaCl, provocou 

uma redução média de 53% na área foliar das plantas de arroz sob OD de ± 5,5 ppm e de 67% 

em plantas sob OD < 3,5 ppm, em relação ao controle. Em plantas sob OD de ± 7,5 ppm, a 

salinidade com NaCl a 40 e 80 mM provocaram reduções de 52% e 68% na área foliar, 

respectivamente. Em condições não salinas, a redução de OD para valores menores que 3,5 

ppm provocou uma redução de 42% na área foliar. Por outro lado, a área foliar média por 

perfilho foi reduzida em 48% em função da baixa oxigenação (OD < 3,5 ppm) e/ou da 

salinidade (a partir de 40mM de NaCl) (Figura 1F).  

O crescimento longitudinal da parte aérea foi reduzido em 24% pela salinidade e em 22% 

pela baixa oxigenação da solução nutritiva, em relação ao controle, mas a combinação de baixa 

oxigenação com a salinidade reduziu em 29% o comprimento da parte aérea (Figura 1G). Por 

outro lado, a alta oxigenação que provocou uma pequena redução de 6% no comprimento da 

parte aérea quando sob salinidade com NaCl a 40 e 80 mM provocaram juntos reduções de 17% 

e 25%, respectivamente (Figura 1G). O crescimento longitudinal das raízes não foi afetado pela 

salinidade, mas quanto maior a concentração de oxigênio da solução nutritiva, maior foi o 

comprimento das raízes (Figura 1H). Assim, em relação ao controle, o comprimento da raiz foi 

reduzido em 22% com OD < 3,5 ppm, mas aumentou em 25% com OD de cerca de 7,5 ppm. 

A salinidade na solução nutritiva, tanto a 40 mM como a 80 mM de NaCl, acarretaram 

danos muito similares a todas variáveis de crescimento das plantas de arroz estudadas. Além 

disso, a solução nutritiva com baixa concentração de OD (< 3,5 ppm) provocou prejuízos muito 

similares aos da salinidade em plantas de arroz, tanto em qualidade como em magnitude (Figura 

1). Por outro lado, plantas de arroz crescendo em solução nutritiva com alta concentração de 

OD (cerca de 7,5 ppm) apresentam respostas de crescimento semelhantes ao de plantas 

crescendo em solução nutritiva com oxigenação controle, tanto na presença como na ausência 

de salinidade, com exceção do estimulo promovido pela alta oxigenação ao crescimento 

longitudinal de raízes de arroz (Figura 1).  

O acompanhamento do desempenho fotossintético durante 10 dias da aplicação dos 

tratamentos (DAT) de oxigenação e salinidade mostrou que as plantas de arroz foram afetadas 

pelos tratamentos e suas durabilidades (Tabela 3). Observou-se que para todas as variáveis 

fotossintéticas analisadas houve interação significativa entre os tratamentos de oxigenação e 

salinidade. 

Tabela 3 – Resumo do quadro de ANOVA para as variáveis taxa de assimilação liquida de carbono (A), condutância 

estomática (gs), taxa de transpiração (E), concentração interna de CO2 (Ci), eficiência de carboxilação (A/Ci) e 

eficiência instantânea do uso de água (A/E) em plantas de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos tratamentos de 

oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio dissolvido (OD)] e salinidade (0, 40 e 80 mM de NaCl), avaliadas 

aos 2, 6 e 10 DAT 
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Fonte de variação G.L. 
Quadrado Médio 

A gs E Ci A/Ci A/E 

Oxigenação (O) 2 1318,3** 0,551** 92,56** 53128,2** 0,00772** 4,66** 

Salinidade (S) 2 116,38** 0,351** 29,47** 12233,5** 0,00003ns 2,53* 

Tempo (T) 2 73,45** 0,512** 15,50** 17205,5** 0,00003ns 8,10** 

O x S 4 57,29** 0,100** 10,04** 6201,01** 0,00003ns 1,40* 

O x T 4 243,77** 0,030** 10,52** 8010,8** 0,0029** 1,18ns 

S x T 4 11,72ns 0,018** 1,20ns 435,58ns 0,0006ns 0,11ns 

O x S x T 8 11,72ns 0,004ns 0,433ns 662,23ns 0,0006ns 0,20ns 

Resíduo 81 8,93 0,0047 0,774 1273,42 0,0002 0,54 

CV (%)  14,31 24,90 17,43 16,09 18,58 16,67 
* p < 0,05; ** p < 0,01; ns p > 0,05 

 A baixa oxigenação da solução nutritiva reduziu a assimilação líquida de carbono (A) em 

49%, em relação ao controle (Figura 2A). Em condição controle de oxigenação, a salinidade 

foi prejudicial apenas com NaCl a 80 mM, provocando uma redução de 19% em A; contudo, 

sob baixa oxigenação, a salinidade não agravou efeito prejudicial desta condição de severa 

hipóxia sobre a assimilação de carbono (Figura 2A). 
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Figura 2 – Interação entre os tratamentos de oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio dissolvido (OD)] e 

salinidade (0, 40 e 80 mM de NaCl) para taxa de assimilação liquida de carbono (A; A), condutância estomática 

(gs; B), taxa de transpiração (E; C), razão entre concentração interna e ambiente de CO2 (Ci/Ca; D), eficiência de 

carboxilação (A/Ci; E) e eficiência instantânea do uso de água (A/E; F) em plantas de arroz cv. SCSBRS 11. Para 

os gráficos das variáveis sem interação dos tratamentos significativa a 5%, as letras minúsculas comparam os 

tratamentos de oxigenação e as letras maiúsculas os tratamentos de salinidade. Para os gráficos das variáveis com 

interação dos tratamentos significativa a 5%, as letras minúsculas comparam os tratamentos de oxigenação dentro 

de cada tratamento de salinidade e as letras maiúsculas os tratamentos de salinidade dentro de cada tratamento de 

oxigenação. 

A condutância estomática (gs) e a taxa de transpiração (E) apresentaram respostas 

negativas aos tratamentos, de modo que a baixa oxigenação provocou reduções médias de 74% 

na gs e 59% na E, enquanto a salinidade (40 e 80 mM de NaCl) provocou redução de 57% na gs 

e 39% na E (Figura 2B, C). Os prejuízos provocados sobre gs e E pela combinação de salinidade 

e baixa oxigenação não superaram os provocados somente pela baixa oxigenação. A salinidade 



45 

 

 

reduziu a relação entre a concentração interna e externa de CO2 (Ci/Ca) em 19% e a baixa 

oxigenação da solução nutritiva reduziu a Ci/Ca em 40%, em relação ao controle (Figuras 2D). 

Sob baixa oxigenação, a salinidade não aumentou o efeito prejudicial desta condição de cultivo 

sobre a relação Ci/Ca (Figura 2D). As plantas de arroz apresentaram uma eficiência de 

carboxilação (A/Ci) média de 0,09 µmol CO2 m
-2 s-1 (µmol CO2 mol-1) -1 (Figura 2E). Entretanto, 

foi observado que a baixa oxigenação reduz esta eficiência em 25%. O estresse salino a 80 mM 

de NaCl e a baixa oxigenação foram condições para expressão de uma melhor eficiência 

instantânea do uso da água (A/E) pelas plantas de arroz, com aumento de 34% no A/E (Figura 

2F).  

A análise de trocas gasosas em função do tempo de início dos tratamentos mostrou que 

as variáveis fotossintéticas: A, gs, E e as relações Ci/Ca e A/Ci foram reduzidas pela baixa 

oxigenação logo no 2° DAT (Figura 3A-D). Após mais quatro dias (6° DAT), observou-se um 

pequeno aumento nestas variáveis, que se mantive até os 10 DAT. A melhor eficiência 

instantânea do uso da água foi em plantas sob baixa oxigenação, principalmente no 2° DAT 

(Figura 3F). 

 



46 

 

 

 

Figura 3 – Interação entre os tratamentos de oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio dissolvido (OD)] e 

tempo de avaliação (2, 6 e 10 dias) para taxa de assimilação liquida de carbono (A; A), condutância estomática (gs; 

B), taxa de transpiração (E; C), razão entre concentração interna e ambiente de CO2 (Ci/Ca; D), eficiência de 

carboxilação (A/Ci; E) e eficiência instantânea do uso de água (A/E; F) em plantas de arroz cv. SCSBRS 11. Para 

os gráficos das variáveis sem interação dos tratamentos significativa a 5%, as letras minúsculas comparam os 

tratamentos de oxigenação e as letras maiúsculas os tratamentos de tempo de avaliação. Para os gráficos das 

variáveis com interação dos tratamentos significativa a 5%, as letras minúsculas comparam os tratamentos de 

oxigenação dentro de cada tratamento de tempo de avaliação e as letras maiúsculas os tratamentos de tempo de 

avaliação dentro de cada tratamento de oxigenação. 

A análise de trocas gasosas em função do tempo de início dos tratamentos mostrou 

também que a salinidade reduziu os valores das variáveis A, E e Ci/Ca, mas não houve interação 

significativa com o tempo de aplicação (Tabela 3, Figura 4A, C, D). Entretanto, houve uma 

melhor resposta em relação as reduções ocorridas sob estresse tendo em vista a condição 

controle destas variáveis após o 6° DAT (Figura 4A, C, D). 
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Figura 4 – Interação entre os tratamentos de salinidade (0, 40 e 80 mM de NaCl) e tempo de avaliação (2, 6 e 10 

dias) para condutância estomática (gs; B), e interação não significativa para taxa de assimilação liquida de carbono 

(A; A), condutância estomática (gs; B), taxa de transpiração (E; C), razão entre concentração interna e ambiente de 

CO2 (Ci/Ca; D), eficiência de carboxilação (A/Ci; E) e eficiência instantânea do uso de água (A/E; F) em plantas 

de arroz cv. SCSBRS 11. Para os gráficos das variáveis sem interação dos tratamentos significativa a 5%, as letras 

minúsculas comparam os tratamentos de salinidade e as letras maiúsculas os tratamentos de tempo de avaliação. 

Para os gráficos das variáveis com interação dos tratamentos significativa a 5%, as letras minúsculas comparam 

os tratamentos de salinidade dentro de cada tratamento de tempo de avaliação e as letras maiúsculas os tratamentos 

de tempo de avaliação dentro de cada tratamento de salinidade. 

A salinidade reduziu a gs e houve interação com o tempo de aplicação (Tabela 3, Figura 

4B). No 6° DAT, as plantas não estressadas pela salinidade apresentaram aumento na gs, mas o 

mesmo não ocorreu nas plantas sob salinidade, uma vez que a gs foi reduzida logo aos 2 DAT e 

se manteve estável ao longo dos dias de tratamento (Figura 4B). 

A eficiência instantânea de carboxilação não foi alterada pela salinidade e não ocorreu 

qualquer interação com o tempo de aplicação dos tratamentos, enquanto que a eficiência 
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instantânea do uso da água foi aumentada em plantas sob salinidade com 80 mM de NaCl logo 

no 2° DAT, mas houve uma redução nessa variável a partir 6° DAT (Figura 4E, F).  

 

Figura 5 – Teores de clorofila a (Cfla; C), clorofila b (Cflb;; D), clorofila total (Cfltotal; E) e carotenoides (F) em 

plantas de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos tratamentos de oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio 

dissolvido (OD)] e salinidade (0, 40 e 80 mM de NaCl). Para os gráficos das variáveis sem interação dos 

tratamentos significativa a 5%, as letras minúsculas comparam os tratamentos de oxigenação e as letras maiúsculas 

os tratamentos de salinidade. Para os gráficos das variáveis com interação dos tratamentos significativa a 5%, as 

letras minúsculas comparam os tratamentos de oxigenação dentro de cada tratamento de salinidade e as letras 

maiúsculas os tratamentos de salinidade dentro de cada tratamento de oxigenação. 

Os teores de clorofila a, b e total, e carotenoides variaram apenas com a salinidade com 

NaCl a 80 mM e oxigenação controle. Nesta condição, houve aumento médio de 41% em cada 

tipo de clorofila e de 34% no teor de carotenoides, em relação ao controle (Figura 5). 

Não houve interação significativa entre os fatores salinidade e oxigenação no acúmulo de 

Cl- nas raízes de arroz e a oxigenação não afetou o teor de Cl- nas raízes (Tabela 4). No entanto, 

houve interação entre salinidade e oxigenação com relação ao acúmulo de Na+ nas raízes e Na+ 

e Cl- nas folhas (Tabela 4).  

Tabela 4 – Resumo do quadro de ANOVA para os teores de Na+ e Cl- nas raízes e folhas de plantas de arroz cv. 

SCSBRS 113, submetidas aos tratamentos de oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio dissolvido (OD)] 

e salinidade (0, 40 e 80 mM de NaCl) 

Fonte de variação G.L. 

Quadrado Médio 

Raízes  Folhas 

 Na+ Cl-  Na+ Cl- 

Oxigenação (O) 2 82531,6** 17164ns  39785,8** 193272,3** 

Salinidade (S) 2 1437708,8** 1391825,9*  194628,44** 1081590,2** 

O x S 4 27284,03** 10863,3ns  54573,3** 705467** 

O / 0 mM de NaCl 2 2404,9ns -  385,18ns 2439,6ns 
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O / 40 mM de NaCl 2 85240,6** -  68280,1** 180611,9** 

O / 80 mM de NaCl 2 49455,2** -  80267,03** 151314,3** 

S/ < 3,5 ppm OD 2 348652,1** -  77464,99** 526104,1** 

S/ ±5,5 ppm OD 2 713776,3** -  22505,8** 141861** 

S/ ±7,5 ppm OD 2 429848,6** -  203804,1** 554715** 

Resíduo 27 3291,8 8953,1  2255,1 2975,6 

CV (%)  12,14 19,98  22,84 7,56 
* p < 0,05; ** p < 0,01; ns p > 0,05 

As plantas de arroz apresentaram, sob condições controle, os teores de Na+ de 106,45 e 

71,64 µmol g-1 MS nas raízes e folhas, respectivamente, e de Cl-  de 101,93 e 449,91 µmol g-1 

MS de nas raízes e folhas, respectivamente (Figura 6). Nas raízes, houve um acúmulo de Na+ e 

Cl- acompanhando os níveis de salinidade a que foram submetidas; assim sendo, a salinidade a 

40 mM e 80 mM de NaCl, sob a oxigenação controle, provocaram acréscimos nos teores de 

Na+ de 519% e 779% e nos teores de Cl- de 438% e 656%, respectivamente (Figura 6A, C).  

A exposição à baixa oxigenação não alterou o teor de Na+ nas raízes na ausência de 

salinidade, assim como não alterou o teor de Cl- nas raízes sob qualquer condição de salinidade 

(Figura 6A, C). Apesar da salinidade aumentar o teor Na+ nas raízes em todos os níveis de 

oxigenação, houve um menor aumento no teor de Na+ nas raízes sob baixa ou alta oxigenação 

(Figura 6A).  

 

Figura 6 – Teores de Na+ nas raízes (A) e nas folhas (B), e teores de Cl- nas raízes (C) e nas folhas (D) de plantas 

de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos tratamentos de oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio 
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dissolvido (OD)] e salinidade (0, 40 e 80 mM de NaCl). Para os gráficos das variáveis sem interação dos 

tratamentos significativa a 5%, as letras minúsculas comparam os tratamentos de oxigenação e as letras maiúsculas 

os tratamentos de salinidade. Para os gráficos das variáveis com interação dos tratamentos significativa a 5%, as 

letras minúsculas comparam os tratamentos de oxigenação dentro de cada tratamento de salinidade e as letras 

maiúsculas os tratamentos de salinidade dentro de cada tratamento de oxigenação. 

Nas folhas, a salinidade com NaCl a 80 mM contribuiu para um aumento de 116% e de 

65% nos teores de Na+ e Cl-, respectivamente, em relação à condição controle (Figura 6B, D). 

Os tratamentos de oxigenação da solução nutritiva também não afetaram os teores de Na+ e Cl- 

na ausência de salinidade, tanto nas folhas como nas raízes (Figura 6B, D). Entretanto, a 

exposição à 40 mM de NaCl e baixa oxigenação elevou os teores de Na+ em 173%, e de Cl- em 

78% em relação aos teores obtidos nas folhas de plantas sob oxigenação controle (± 5,5 ppm 

de OD) na mesma salinidade. Por outro lado, sob salinidade a 80 mM de NaCl apenas a alta 

oxigenação provocou aumento no teor de Na+ de 92%, e tanto a baixa como a alta oxigenação 

provocaram aumento nos teores de Cl- nas folhas de 41% (Figura 6B, D). 

Os teores de Ca2+ nas folhas não foram afetados pela oxigenação, e houve interação 

significativa entre salinidade e oxigenação para os teores de K+ nas raízes e folhas, e de Ca2+ 

nas raízes. (Tabela 5).  

Tabela 5 – Resumo do quadro de ANOVA para os teores de K+ e Ca2+ nas raízes e folhas de plantas de arroz cv. 

SCSBRS 113 submetidas aos tratamentos de oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio dissolvido (OD)] e 

salinidade (0, 40 e 80 mM de NaCl) 

Fonte de variação G.L. 

Quadrado Médio  

Raízes  Folhas 

K+ Ca2+  K+ Ca2+ 

Oxigenação (O) 2 216933,64** 23437133,7**  176990,8** 1711830,3ns 

Salinidade (S) 2 464919,01** 129156613,9**  171436,1** 34704123,9** 

O x S 4 12662,10** 2750786,4**  195044,8** 2304145,4ns 

O / 0 mM de NaCl 2 112389,3** 18932704**  3780,17ns - 

O / 40 mM de NaCl 2 105142,9** 8514405**  12565,4ns - 

O / 80 mM de NaCl 2 24725,6** 1491597,4ns  550734,9** - 

S/ < 3,5 ppm OD 2 221160,58** 43176008,5**  34631,9** - 

S/ ±5,5 ppm OD 2 181269,26** 66267275,6**  9258,68** - 

S/ ±7,5 ppm OD 2 87813,37** 25214902**  517635,3** - 

Resíduo 27 2843,3 52718,5  3792,4 1010807,2 

CV (%)  8,71 8,3  8,33 9,5 
* p < 0,05; ** p < 0,01; ns p > 0,05 

A redução na oxigenação reduziu o teor de K+ nas raízes em 32% e este efeito foi 

igualmente agravado pela salinidade com NaCl a 40 e 80 mM (Figura 7A). Sob oxigenação 

controle, a salinidade a 40 e 80 mM de NaCl provocaram reduções de 24% e 45% nos teores 

de K+ nas raízes, sendo estas reduções agravadas quando a solução nutritiva estava sob maior 

oxigenação (Figura 7A).  
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Figura 7 – Teores de K+ nas raízes (A) e nas folhas (B), e teores de Ca2+ nas raízes (C) e nas folhas (D) de plantas 

de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos tratamentos de oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio 

dissolvido (OD)] e salinidade (0, 40 e 80 mM de NaCl). Para os gráficos das variáveis sem interação dos 

tratamentos significativa a 5%, as letras minúsculas comparam os tratamentos de oxigenação e as letras maiúsculas 

os tratamentos de salinidade. Para os gráficos das variáveis com interação dos tratamentos significativa a 5%, as 

letras minúsculas comparam os tratamentos de oxigenação dentro de cada tratamento de salinidade e as letras 

maiúsculas os tratamentos de salinidade dentro de cada tratamento de oxigenação. 

A salinidade não teve efeito sobre o teor de K+ nas folhas sob oxigenação controle, mas a 

baixa oxigenação aumentou o teor de K+ nas folhas em 103% sob salinidade a 80 mM de NaCl 

em relação ao controle de oxigenação nesta mesma salinidade (Figura 7B). Nas raízes, qualquer 

alteração na oxigenação controle (± 5,5 ppm de OD) provocou uma redução no teor de Ca2+ de 

29%, na ausência de salinidade. Enquanto que a salinidade provocou gradativa redução no teor 

de Ca2+, de modo que a exposição ao NaCl a 40 e 80 mM provocou reduções no teor de Ca2+ 

de 35% e 54%, respectivamente, em relação ao controle. Nas folhas, a oxigenação não afetou 

os teores de Ca2+, mas a salinidade com NaCl a 40 ou 80 mM provocou uma redução média de 

23% (Figura 7C, D).  

Não houve interação significativa entre os fatores oxigenação e salinidade para os teores 

de sacarose nas folhas, nem para os teores de glicose e frutose nas raízes e folhas (Tabela 6). A 

sacarose não foi detectada nas raízes, porém seu teor nas folhas mostrou-se maior nos 

tratamentos sem salinidade e/ou com alta oxigenação (Figura 8). 
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Tabela 6 – Resumo do quadro de ANOVA para sacarose nas folhas, e glicose e frutose nas raízes e folhas de plantas 

de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos tratamentos de oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio 

dissolvido (OD)] e salinidade (0, 40 e 80 mM de NaCl) 

Fonte de variação G.L. 

Quadrado Médio 

Raízes  Folhas 

Glicose Frutose  Sacarose Glicose Frutose 

Oxigenação (O) 2 4993,28** 12469,9**  63720,6** 3511,34** 3612,4** 

Salinidade (S) 2 185,13ns 182,36ns  71085,9** 144,84ns 1886,2** 

O x S 4 174,61ns 204,96ns  22605,7ns 130,84ns 276,87ns 

O / 0 mM de NaCl 2 - -  - - - 

O / 40 mM de NaCl 2 - -  - - - 

O / 80 mM de NaCl 2 - -  - - - 

S/ < 3,5 ppm OD 2 - -  - - - 

S/ ±5,5 ppm OD 2 - -  - - - 

S/ ±7,5 ppm OD 2 - -  - - - 

Resíduo 27 109,36 237,95  15461,3 258,61 318,23 

CV (%)  23,01 25,12  63,76 17,42 12,48 
* p < 0,05; ** p < 0,01; ns p > 0,05 

 

Figura 8 – Teores de sacarose nas folhas de plantas de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos tratamentos de 

oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio dissolvido (OD)] e salinidade (0, 40 e 80 mM de NaCl). As letras 

minúsculas comparam os tratamentos de oxigenação e as letras maiúsculas os tratamentos de salinidade. 

Os teores de glicose e frutose, nas raízes, não foram afetados pela salinidade, sendo 

apenas reduzidos pela baixa oxigenação em 59% e 68%, respectivamente, em relação ao 

controle (Figura 9A, C). Por outro lado, nas folhas, foi observada uma redução de 24% no teor 

de glicose sob baixa oxigenação e aumento de 16% nos teores de frutose sob salinidade. (Figura 

9B, D).  
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Figura 9 – Teores de glicose nas raízes (A) e nas folhas (B), e teores de frutose nas raízes (C) e nas folhas (D) de 

plantas de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos tratamentos de oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio 

dissolvido (OD)] e salinidade (0, 40 e 80 mM de NaCl). Para os gráficos das variáveis sem interação dos 

tratamentos significativa a 5%, as letras minúsculas comparam os tratamentos de oxigenação e as letras maiúsculas 

os tratamentos de salinidade.  

Os teores de proteína nas folhas foram afetados pela salinidade e oxigenação de modo 

independente, mas nas raízes houve uma interação significativa entre a salinidade e a 

oxigenação para esta variável, assim como para a peroxidação de lipídeos nas raízes e nas folhas 

(Tabela 7). Nas raízes, o teor de proteína foi reduzido em 56% apenas sob salinidade a 40 mM 

de NaCl e baixa oxigenação (Figura 10A). Nas folhas, a salinidade com NaCl a 40 mM 

provocou aumento de 24% e a baixa oxigenação provocou também aumento de 20% no teor de 

proteína, em relação ao controle (Figura 10B). 

Tabela 7 – Resumo do quadro de ANOVA para os teores de proteínas e peroxidação lipídica (MDA) nas folhas e 

raízes de plantas de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos tratamentos de oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm 

de oxigênio dissolvido (OD)] e salinidade (0, 40 e 80 mM de NaCl) 

Fonte de variação G.L. 

Quadrado Médio 

Raízes  Folhas 

Proteína MDA  Proteína MDA 

Oxigenação (O) 2 1110,1ns 16543,2**  60812** 217064,6ns 

Salinidade (S) 2 817,5ns 32462**  55914,2** 236296,3ns 

O x S 4 2361,5** 49217,4**  689,13ns 235447,3** 

O / 0 mM de NaCl 2 1340,3ns 34742,6**  - 273917** 

O / 40 mM de NaCl 2 3715,6** 18137,1**  - 317785** 

O / 80 mM de NaCl 2 777,3ns 62098,3**  - 96256,5** 

S/ < 3,5 ppm OD 2 3440,7** 55780,7**  - 23896,6** 

S/ ±5,5 ppm OD 2 1045,9ns 53556,7**  - 232066ns 

S/ ±7,5 ppm OD 2 1053,9ns 21559,4**  - 451228** 



54 

 

 

Resíduo 27 445,42 2388,1  8219,9 15768,3 

CV (%)  21,59 12,38  15,46 13,65 
* p < 0,05; ** p < 0,01; ns p > 0,05 

 

Figura 10 - Teores de proteína nas raízes (A) e nas folhas (B), e de MDA nas raízes (C) e nas folhas (D) de plantas 

de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos tratamentos de oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio 

dissolvido (OD)] e salinidade (0, 40 e 80 mM de NaCl). Para os gráficos das variáveis sem interação dos 

tratamentos significativa a 5%, as letras minúsculas comparam os tratamentos de oxigenação e as letras maiúsculas 

os tratamentos de salinidade. Para os gráficos das variáveis com interação dos tratamentos significativa a 5%, as 

letras minúsculas comparam os tratamentos de oxigenação dentro de cada tratamento de salinidade e as letras 

maiúsculas os tratamentos de salinidade dentro de cada tratamento de oxigenação. 

A salinidade aumentou significativamente os teores de malondialdeído (MDA), que é um 

indicativo de peroxidação de lipídeos, sob condição controle de oxigenação, tanto nas raízes 

quanto nas folhas (Figura 10C, D). Os teores de MDA foram similares ao tratamento controle 

apenas sob salinidade ≤ 40 mM de NaCl sob baixa oxigenação e em salinidade com NaCl a 80 

mM sob alta oxigenação, tanto nas raízes quanto nas folhas (Figura 10C, D). 

As enzimas CAT de folhas, e SOD e G-POD de raízes apresentaram atividades alteradas 

pela interação dos fatores salinidade e oxigenação, enquanto que a atividade da SOD de folhas 

foi alterada por esses fatores de modo independente (Tabela 8). 

Tabela 8 – Resumo do quadro de ANOVA para as atividades enzimáticas da SOD e CAT nas folhas e da SOD e G-

POD nas raízes de plantas de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos tratamentos de oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 

7,5 ppm de oxigênio dissolvido (OD)] e salinidade (0, 40 e 80 mM de NaCl) 

Fonte de variação G.L. 

Quadrado Médio 

Raízes  Folhas 

SOD G-POD  SOD CAT 
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Oxigenação (O) 2 751223,9** 1,6 E10 **  1886073,6** 0,05** 

Salinidade (S) 2 150617,2ns 3,1 E9 ns  415636,7** 0,014** 

O x S 4 480036,4** 7,5 E9 **  69036,6ns 0,003* 

O / 0 mM de NaCl 2 203978,9ns 1,28 E10 **  - 0,0074** 

O / 40 mM de NaCl 2 1317062,6** 1,06 E10 **  - 0,0195** 

O / 80 mM de NaCl 2 190255,4ns 7,6 E9 *  - 0,031** 

S/ < 3,5 ppm OD 2 107677,1ns 9,23 E9 **  - 0,0034ns 

S/ ±5,5 ppm OD 2 732899,7** 1,03 E9 ns  - 0,007** 

S/ ±7,5 ppm OD 2 270113,3* 7,82 E9 *  - 0,009** 

Resíduo 27 70075,6 1,46 E9   66212,8 0,0011 

CV (%)  24,49 25,02  12,15 16,72 
* p < 0,05; ** p < 0,01; ns p > 0,05 

A SOD, nas raízes, se mostrou com maior atividade com o aumento da salinidade sob 

condições controle de oxigenação, e sob a salinidade com NaCl a 40 mM e baixa oxigenação 

(Figura 11A). Entretanto, a atividade da SOD, nas folhas, sob qualquer tratamento foi menor 

ou igual às condições controle de salinidade e de oxigenação (Figura 11B). 

 

Figura 11 – Atividade enzimática da SOD nas raízes (A) e nas folhas (B), da G-POD nas raízes (C) e da CAT nas 

folhas (D), da APX nas raízes (E) e nas folhas (F) de plantas de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos tratamentos 

de oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio dissolvido (OD)] e salinidade (0, 40 e 80 mM de NaCl). Para 
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os gráficos das variáveis sem interação dos tratamentos significativa a 5%, as letras minúsculas comparam os 

tratamentos de oxigenação e as letras maiúsculas os tratamentos de salinidade. Para os gráficos das variáveis com 

interação dos tratamentos significativa a 5%, as letras minúsculas comparam os tratamentos de oxigenação dentro 

de cada tratamento de salinidade e as letras maiúsculas os tratamentos de salinidade dentro de cada tratamento de 

oxigenação. 

A atividade da G-POD foi apenas detectada nas raízes (Figura 11 C), e a salinidade, sob 

condições controle de oxigenação, não alterou significativamente a atividade dessa enzima; 

entretanto, a alta oxigenação aumentou a atividade da G-POD em 107% a 0 e 40 mM de NaCl, 

em relação ao controle (± 5,5 ppm de OD) (Figura 11 C). A baixa oxigenação nos níveis de 40 

e 80 mM de NaCl aumentou a atividade da G-POD em 120%, em relação ao controle (Figura 

11 C). 

A atividade da CAT foi apenas detectada nas folhas (Figura 11 D), e qualquer alteração 

dos níveis de oxigenação da solução de cultivo reduziu em cerca de 40% a atividade dessa 

enzima até 40 mM de NaCl, mas a 80 mM de NaCl a baixa oxigenação aumentou a atividade 

da CAT em 40%, em relação ao controle (Figura 11 D). 

Houve interação significativa entre os fatores salinidade e oxigenação para a atividade 

enzimática da APX e os teores de ascorbato total, nas folhas e raízes, enquanto que para o teor 

de ascorbato reduzido (AsA) a interação se deu apenas nas folhas e para o estado redox do 

ascorbato apenas nas raízes (Tabela 9). 

Tabela 9 – Resumo do quadro de ANOVA para a atividade enzimática da APX, os teores de ascorbato reduzido 

(AsA) e ascorbato total (AsA + MDHA + DHA) e estado redox do ascorbato nas folhas e raízes de plantas de arroz 

cv. SCSBRS 113 submetidas aos tratamentos de oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio dissolvido (OD)] 

e salinidade (0, 40 e 80 mM de NaCl) 

Fonte de variação G.L. 

Quadrado Médio 

Raízes 

APX AsA Ascorbato total Estado Redox  

do ascorbato 

Oxigenação (O) 2 557521* 113,2** 15421** 142,6** 

Salinidade (S) 2 815172** 46,69** 191,2ns 38* 

O x S 4 815575** 13,30ns 1092,63** 49,9** 

O / 0 mM de NaCl 2 110235ns - 5587,6** 121,87** 

O / 40 mM de NaCl 2 1529979** - 8945,4** 78,07** 

O / 80 mM de NaCl 2 548457* - 3073,2** 42,44* 

S/ < 3,5 ppm OD 2 1438528** - 1013,7* 16,53ns 

S/ ±5,5 ppm OD 2 948128** - 87,91ns 32,65* 

S/ ±7,5 ppm OD 2 59665,8ns - 1274,8* 88,55** 

Resíduo 27 111132,44 5,80 254,36 8,69 

CV (%)  18,66 16,07 17,52 15,87 

Fonte de variação G.L. 

Quadrado Médio 

Folhas 

APX AsA Ascorbato total Estado Redox  

do ascorbato 

Oxigenação (O) 2 4012,3** 349,8** 93,03ns 429** 

Salinidade (S) 2 665,37** 82,3ns 118,16ns 369,1** 

O x S 4 349,5** 121,6* 551,5* 141,15ns 

O / 0 mM de NaCl 2 250,7** 502,9** 800,4* - 
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O / 40 mM de NaCl 2 2110,1** 87,2ns 266,2ns - 

O / 80 mM de NaCl 2 2350,6** 2,7ns 129,4ns - 

S/ < 3,5 ppm OD 2 38ns 8,9ns 55,54ns - 

S/ ±5,5 ppm OD 2 1318,4** 59ns 837,7* - 

S/ ±7,5 ppm OD 2 8,08ns 257,5** 327,9ns - 

Resíduo 27 24,97 42,57 157,33 63,18 

CV (%)  19,13 16,51 21,43 11,56 
* p < 0,05; ** p < 0,01; ns p > 0,05 

A atividade da APX nas raízes das plantas de arroz apresentou um significativo aumento 

de 92% sob salinidade com NaCl a 40 mM e baixa oxigenação, e de 71% sob salinidade com 

NaCl a 80 mM de NaCl e oxigenação controle (Figura 11E). Nas folhas, alterações na 

oxigenação provocaram redução na atividade da APX, independentemente, do nível de 

salinidade. Por outro lado, sob condições normais de oxigenação, a salinidade provocou 

aumento de cerca de 120% na atividade da APX nas doses de 40 e 80 mM de NaCl (Figura 

11E). 

Nas raízes, a baixa oxigenação reduziu o teor de ascorbato reduzido (AsA), enquanto, a 

salinidade com NaCl a 80 mM aumentou o teor de AsA nas raízes, em relação ao controle 

(Figura 12A). A alta oxigenação, na ausência de salinidade, aumentou o teor de AsA em 74% 

nas folhas, mas este aumento foi reduzido sob salinidade com NaCl a mM, porém com 80 mM 

de NaCl não houve diferença significativa entre os níveis de oxigenação (Figura 12B). O teor 

de ascorbato total foi reduzido por qualquer alteração da oxigenação controle em quase todas 

as condições de salinidade, mas não sofreu qualquer alteração significativa pela ação da 

salinidade quando as plantas estavam sob oxigenação controle (Figura 12C). O teor de 

ascorbato total, nas folhas, foi aumentado pela alta da oxigenação na ausência de salinidade 

(Figura 12D). O estado redox do ascorbato nas raízes foi maior sob baixa oxigenação em todos 

níveis de salinidade, enquanto que no tratamento com NaCl a 80 mM, em condição controle de 

oxigenação, também houve aumento do estado redox do ascorbato (Figura 12E). A salinidade 

com NaCl a 80 mM reduziu o estado redox do ascorbato, nas folhas, enquanto que qualquer 

alteração na oxigenação controle (± 5,5 ppm de OD) aumentou o estado redox do ascorbato, 

nas raízes (Figura 12F). 
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Figura 12 – Teores de AsA nas raízes (A) e nas folhas (B), de ascorbato total nas raízes (C) e nas folhas (D), e o 

estado redox do ascorbato nas raízes (E) e nas folhas (F) de plantas de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos 

tratamentos de oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio dissolvido (OD)] e salinidade (0, 40 e 80 mM de 

NaCl). Para os gráficos das variáveis sem interação dos tratamentos significativa a 5%, as letras minúsculas 

comparam os tratamentos de oxigenação e as letras maiúsculas os tratamentos de salinidade. Para os gráficos das 

variáveis com interação dos tratamentos significativa a 5%, as letras minúsculas comparam os tratamentos de 

oxigenação dentro de cada tratamento de salinidade e as letras maiúsculas os tratamentos de salinidade dentro de 

cada tratamento de oxigenação. 

O acompanhamento dos efeitos dos fatores salinidade e oxigenação sobre os teores de 

glutationa mostrou que houve uma interação significativa desses fatores apenas para o teor de 

glutationa reduzida (GSH), nas raízes (Tabela 10). Assim, o teor de GSH, nas folhas, não foi 

afetado pelos tratamentos a que as plantas foram submetidas e os teores de glutationa total e 
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seu estado redox, nas raízes e folhas, foram afetados pelos fatores salinidade e oxigenação de 

modo independente. 

Tabela 10 – Resumo do quadro de ANOVA para teor de glutationa reduzida (GSH), glutationa total e estado redox 

da glutationa nas folhas e raízes de plantas de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos tratamentos de oxigenação 

[< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio dissolvido (OD)] e salinidade (0, 40 e 80 mM de NaCl) 

Fonte de variação G.L. 

Quadrado Médio 

Raízes 

GSH Glutationa total Estado Redox da glutationa 

Oxigenação (O) 2 0,47ns 91,38* 431,32** 

Salinidade (S) 2 3,61** 115,68* 985,37** 

O x S 4 3,23** 27,72ns 96,81ns 

O / 0 mM de NaCl 2 2,05* - - 

O / 40 mM de NaCl 2 4,39** - - 

O / 80 mM de NaCl 2 0,49ns - - 

S/ < 3,5 ppm OD 2 7,08** - - 

S/ ±5,5 ppm OD 2 1,96ns - - 

S/ ±7,5 ppm OD 2 1,02ns - - 

Resíduo 27 0,562 21,22 44,37 

CV (%)  34,82 34,73 33,10 

Fonte de variação G.L. 

Quadrado Médio 

Folhas 

GSH Glutationa total Estado Redox da glutationa 

Oxigenação (O) 2 3,63ns 55,9* 388,71** 

Salinidade (S) 2 4,06ns 126,9** 1747,7** 

O x S 4 0,93ns 6,9ns 20,85ns 

O / 0 mM de NaCl 2 - - - 

O / 40 mM de NaCl 2 - - - 

O / 80 mM de NaCl 2 - - - 

S/ < 3,5 ppm OD 2 - - - 

S/ ±5,5 ppm OD 2 - - - 

S/ ±7,5 ppm OD 2 - - - 

Resíduo 27 2,51 12,74 26,97 

CV (%)  26,24 23,02 12,57 

* p < 0,05; ** p < 0,01; ns p > 0,05 

Nas raízes, o teor de GSH foi aumentado em 70% pela baixa oxigenação na ausência de 

salinidade, mas este teor foi diminuído com o aumento da salinidade a ponto de não haver 

diferença significativa entre os teores de GSH em diferentes oxigenações sob salinidade com 

NaCl a 80 mM (Figura 13A). Enquanto que nas folhas, o teor de GSH não foi alterado pelos 

tratamentos aos quais as plantas de arroz foram submetidas (Figura 13B).  
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Figura 13 – Teores de GSH nas raízes (A) e nas folhas (B), de GSH + GSSG nas raízes (C) e nas folhas (D), e o 

estado redox da glutationa nas raízes (D) e nas folhas (E) de plantas de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos 

tratamentos de oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio dissolvido (OD)] e salinidade (0, 40 e 80 mM de 

NaCl). Para os gráficos das variáveis sem interação dos tratamentos significativa a 5%, as letras minúsculas 

comparam os tratamentos de oxigenação e as letras maiúsculas os tratamentos de salinidade. Para os gráficos das 

variáveis com interação dos tratamentos significativa a 5%, as letras minúsculas comparam os tratamentos de 

oxigenação dentro de cada tratamento de salinidade e as letras maiúsculas os tratamentos de salinidade dentro de 

cada tratamento de oxigenação. 

Nas raízes, o teor de glutationa total foi aumentado pela baixa oxigenação ou pela 

salinidade com NaCl a 40 mM (Figura 13C). No entanto, o teor de glutationa total, nas folhas, 

foi aumentado pela baixa oxigenação ou pela salinidade (Figura 13D). Por outro lado, o estado 

redox da glutationa, nas raízes, foi reduzido pela baixa oxigenação ou pela salinidade (Figura 

13E), enquanto o estado redox da glutationa nas folhas foi aumentado pela alta oxigenação e 

reduzido pela salinidade (Figura 13F). 
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O teor de lignina nas raízes das plantas de arroz foi afetado apenas pela oxigenação do 

meio, de modo que houve diferença significativa para o teor de lignina sob baixa oxigenação 

(25,1 mg g-1 MS) e alta oxigenação (28,9 mg g-1 MS), mas estes teores de lignina não diferiram 

estatisticamente do teor de lignina sob oxigenação controle (27,1 mg g-1 MS) (Tabela 11; Figura 

14).  

Tabela 11 – Resumo do quadro de ANOVA para o teor de lignina nas raízes de plantas de arroz cv. SCSBRS 113 

submetidas aos tratamentos de oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio dissolvido (OD)] e salinidade (0, 

40 e 80 mM de NaCl) 

Fonte de variação G.L. 
Quadrado Médio 

Lignina 

Oxigenação (O) 2 43,904** 

Salinidade (S) 2 2,929ns 

O x S 4 12,784ns 

Resíduo 27 6,169 

CV (%)  9,19 

* p < 0,05; ** p < 0,01; ns p > 0,05 

 

 

Figura 14 – Teor de lignina nas raízes de plantas de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos tratamentos de 

oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio dissolvido (OD)] e salinidade (0, 40 e 80 mM de NaCl). As letras 

minúsculas comparam os tratamentos de oxigenação e as letras maiúsculas os tratamentos de salinidade. 

4.2  Experimento II - Fase de pré-perfilhamento  

Houve interação significativa entre os fatores salinidade e oxigenação da solução nutritiva 

para as variáveis: conteúdo de água nas folhas, teor de lignina nas raízes, área foliar e 

comprimento da raiz aos 5 e 10 DAT, sendo que para o comprimento da parte aérea houve 

interação significativa apenas aos 5 DAT (Tabela 12).  
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Tabela 12 – Resumo do quadro de ANOVA para as variáveis conteúdo de água das folhas (CAF), teor de lignina 

nas raízes, área foliar (AF), comprimento da parte aérea (CPA) e comprimento da raiz (CR) aos 5 e 10 dias da 

aplicação dos tratamentos nas plantas de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos tratamentos de oxigenação [< 3,5, 

± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio dissolvido (OD)] e salinidade (0 e 80 mM de NaCl) 

Fonte de variação G.L. 

Quadrado Médio  

5 dias 

CAF Lignina AF CPA CR 

Oxigenação (O) 2 35965,9** 2302,7** 7,41** 87,79** 35,65** 

Salinidade (S) 1 600862,6** 626,28** 30,46** 1053,3** 12,76* 

O x S 2 18737,7** 1251,6** 1,48** 64,12** 18,57** 

O / 0 mM de NaCl 2 52867,3** 96,16** 6,58** 145,33** 10,64* 

O / 80 mM de NaCl 2 1836,3ns 3457,9** 2,05** 6,58ns 43,58** 

S/ < 3,5 ppm OD 1 93837,6** 254,47** 3,94** 128** 28,12** 

S/ ±5,5 ppm OD 1 335990,9** 2838,8** 19,5** 741,12** 13,78* 

S/ ±7,5 ppm OD 1 208509,4** 36,21** 10,03** 312,5** 8,00ns 

Resíduo 18 1038,20 1,3635 0,19 10,48 2,89 

CV (%)  12,65 4,54 12,87 11,79 10,58 

Fonte de variação G.L. 

Quadrado Médio 

10 dias 

CAF Lignina AF CPA CR 

Oxigenação (O) 2 1345701,3** 63,70** 541,2** 519,5** 495,87** 

Salinidade (S) 1 11101571,6** 59,50** 4178** 2667,04** 12,04ns 

O x S 2 645999,9** 285,97** 249,8** 12,16ns 26,54* 

O / 0 mM de NaCl 2 1900792,5** 134,44** 715,1** - 220,08** 

O / 80 mM de NaCl 2 90908,8** 215,23** 75,85** - 302,33** 

S/ < 3,5 ppm OD 1 995326,5** 2,497ns 372,9** - 0,125ns 

S/ ±5,5 ppm OD 1 5443251** 74,17** 2389** - 60,5** 

S/ ±7,5 ppm OD 1 5954993,8** 554,77** 1915** - 4,5ns 

Resíduo 18 3623 3,2590 8,30 9,40 6,71 

CV (%)  6,59 8,59 15,68 7,94 12,71 
* p < 0,05; ** p < 0,01; ns p > 0,05 

A baixa oxigenação impactou negativamente no conteúdo de água das folhas durante o 

crescimento das plantas de arroz, entretanto a salinidade (NaCl a 80 mM) reduziu muito mais 

o valor dessa variável aos 5 e 10 DAT (Figura 15A, B). Aos 10 DAT, observou-se uma melhoria 

no conteúdo de água das folhas das plantas de arroz sob alta oxigenação na ausência ou presença 

de salinidade (Figuras 15B). 
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Figura 15 – Conteúdo de água das folhas (CAF) aos 5 (A) e 10 (B) dias e teor de lignina nas raízes aos 5 (C) e 10 

(D) dias de aplicação de tratamentos nas plantas de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos tratamentos de 

oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio dissolvido (OD)] e salinidade (0 e 80 mM de NaCl). As letras 

minúsculas comparam os tratamentos de oxigenação dentro de cada tratamento de salinidade e as letras maiúsculas 

os tratamentos de salinidade dentro de cada tratamento de oxigenação. 

Na ausência de salinidade, qualquer alteração na oxigenação controle (± 5,5 ppm de OD) 

provocou redução no teor de lignina, tanto aos 5 como aos 10 DAT, sob condição controle de 

salinidade (Figura 15C, D). A salinidade provocou um grande acúmulo de lignina momentâneo 

nas raízes de arroz sob oxigenação controle tendo em vista que aos 10 DAT este efeito não se 

manteve como observado aos 5 DAT (Figura 15C, D).  

Na ausência de salinidade, a baixa oxigenação provocou reduções na área foliar, 

comprimento da parte aérea e das raízes desde os 5 DAT (Figura 16). Não houve nenhuma 

contribuição positiva do aumento da oxigenação da solução nutritiva aos 5 DAT, mas aos 10 

DAT esta condição contribuiu para uma maior área foliar e comprimento radicular em plantas 

sob salinidade (Figura 16B, F). O impacto negativo da salinidade sobre a área foliar e 

comprimento da parte aérea e das raízes já pôde ser observado aos 5 DAT assim como o efeito 

negativo da baixa oxigenação, contudo estas respostas fisiológicas ficaram ainda mais notáveis 

aos 10 DAT (Figura 16).  
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Figura 16 – Área foliar aos 5 (A) e 10 (B) dias, comprimento da parte aérea aos 5 (C) e 10 (D) dias e comprimento 

da raiz aos 5 (E) e 10 (F) dias de aplicação de tratamentos nas plantas de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos 

tratamentos de oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio dissolvido (OD)] e salinidade (0 e 80 mM de 

NaCl). Para os gráficos das variáveis sem interação dos tratamentos significativa a 5%, as letras minúsculas 

comparam os tratamentos de oxigenação e as letras maiúsculas os tratamentos de salinidade. Para os gráficos das 

variáveis com interação dos tratamentos significativa a 5%, as letras minúsculas comparam os tratamentos de 

oxigenação dentro de cada tratamento de salinidade e as letras maiúsculas os tratamentos de salinidade dentro de 

cada tratamento de oxigenação. 

Aos 15 DAT não foi possível avaliar interações entre a salinidade e a oxigenação porque 

a salinidade com NaCl a 80 mM  provocou a morte de todas as plantas de arroz por volta do 

décimo segundo DAT. Entretanto, como as plantas dos tratamentos controle para salinidade 

apresentavam-se vivas foi realizada uma análise comparativa dos tratamentos de oxigenação 



65 

 

 

aos 5, 10 e 15 DAT, que revelou interação significativa entre a oxigenação e o tempo de 

aplicação do tratamento de oxigenação para todas as variáveis analisadas (Tabela 13). 

Tabela 13 – Resumo do quadro de ANOVA para as variáveis área foliar (AF), comprimento da parte aérea (CPA) 

e comprimento da raiz (CMR), número de perfilhamento (N°PER), conteúdo de água das folhas (CAF) e teor de 

lignina nas raízes nas plantas de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos tratamentos de oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e 

± 7,5 ppm de oxigênio dissolvido (OD)] em três tempos de coleta (5, 10 e 15 dias) 

Fonte de 

variação 
G.L. 

Quadrado Médio 

AF CPA CR N°PER CAF Lignina 

Oxigenação (O) 2 14978** 821,52** 496,8** 13,52** 19E6 ** 240,9** 

Tempo (T) 2 66429,9** 2045,4** 132,5** 54,19** 84E6 ** 4,84ns 

O x T 4 9864,1** 43,36** 120** 4,15** 10E6 ** 50,2** 

O/ 5 dias 2 6,85ns 145,33** 10,65ns 0,0ns 52867ns 96,16** 

O/ 10 dias 2 715ns 225,58** 220,1** 6,58** 19E5 ns 134,44** 

O/ 15 dias  2 33985** 537,33** 506,1** 15,25** 38E6 ** 110,7** 

T/ < 3,5 ppm OD 2 32039** 973** 310,58** 30,33** 45E6 ** 78,15** 

T/ ±5,5 ppm OD 2 52610,9** 784** 43,89** 28,33** 56E6 ** 4,71* 

T/ ±7,5 ppm OD 2 1507,6ns 375,1** 18,69ns 4,08** 28E5 * 22,38** 

Resíduo 27 622,14 9,66 7,69 0,75 73E4  1,85 

CV (%)  41,36 6,51 13,59 40,49 34,36 6,76 
* p < 0,05; ** p < 0,01; ns p > 0,05 

Uma comparação dos tratamentos de oxigenação ao longo dos dias permitiu inferir que 

a área foliar, o comprimento da parte aérea, o perfilhamento e conteúdo de água das folhas 

foram menores em plantas que estavam sob baixa oxigenação a partir de 10 DAT, em relação 

ao controle (Figura 17A-D). Deste modo, aos 5 DAT, não foi observado efeito prejudicial com 

a mudança de oxigenação sobre essas variáveis de crescimento vegetal, com exceção do 

comprimento da parte aérea que foi reduzido sob baixa oxigenação desde os 5 DAT (Figura 

17B). 
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Figura 17 – Área foliar (A), comprimento da parte aérea (B) e comprimento das raízes (C), número de perfilhos 

(D), conteúdo de água das folhas (E) e teor de lignina (F) aos 5, 10 e 15 dias de aplicação de tratamentos nas 

plantas de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos tratamentos de oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio 

dissolvido (OD)]. As letras minúsculas comparam os tratamentos de oxigenação dentro de cada tempo de coleta e 

as letras maiúsculas os tempos de coleta dentro de cada tratamento de oxigenação. 

Apesar da tendência geral de aumento da área foliar, do comprimento da parte aérea e das 

raízes, do número de perfilhos e do conteúdo de água das folhas observado nas plantas de arroz 

ao longo dos dias (Figura 17A-E), observou-se que a área foliar e o comprimento de raiz de 

plantas sob baixa oxigenação se manteve similar em todos os dias de coleta (Figura 17A, C).  

O teor de lignina das plantas sob oxigenação controle (± 5,5 ppm de OD) se manteve 

constante ao longo dos dias, porém as demais condições de oxigenação provocaram redução do 

teor de lignina, exceto o tratamento de alta oxigenação no 15° DAT que apresentou teor de 

lignina semelhante àquele da condição controle (Figura 17F).  

Observou-se ainda que as plantas sob baixa oxigenação apresentaram redução do 

crescimento longitudinal da parte aérea nos três tempos de coleta, resultando em plantas cerca 

de 31% menores do que aquelas, sob oxigenação controle, e com a mesma idade (Figura 17B). 
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Além disso, a partir de 5 DAT, a alta oxigenação resultou em um maior crescimento longitudinal 

das raízes, com aumento de 18%, mas em contrapartida a baixa oxigenação provocou alteração 

morfológica e redução de 42% no crescimento longitudinal das raízes (Figuras 17C). Na figura 

18A são apresentadas imagens das plantas de arroz após 15 DAT, nos três tratamentos de 

oxigenação, destacando as reduções da área foliar, bem como do comprimento da parte aérea e 

de raízes sob baixa oxigenação. As raízes apresentaram um encurtamento drástico e, em sua 

maioria, eram do tipo adventícia (Figura 18B). 

 

Figura 18 – Imagem das plantas (A) e raízes (B) de arroz cv. SCSBRS 113 submetidas aos tratamentos de 

oxigenação [< 3,5, ± 5,5 e ± 7,5 ppm de oxigênio dissolvido (OD)] aos 15 dias de aplicação de tratamentos. Barras 

da escala correspondem a 10 cm. 

Aos 5 DAT, a deposição de pectina foi escassa nas raízes sob oxigenação controle, 

mostrou-se mais concentrado na endoderme e no esclerênquima sob baixa e alta oxigenação 

(Figura 19A, B, C). Em raízes crescendo em ambiente salino, a deposição de pectina foi 

bastante evidente na endoderme e no esclerênquima de todos os tratamentos de oxigenação, 

porém foi bem mais intensa sob oxigenação controle (Figura 19D, E, F). 

Aos 5 DAT, a formação de barreiras contra as perdas radiais de oxigênio (ROL) pela 

deposição de suberina e/ou lignina foi concentrada no esclerênquima das raízes sob oxigenação 

controle e alta oxigenação, mas o mesmo não ocorreu com a mesma intensidade das raízes sob 

baixa oxigenação (Figura 19G, H, I). Entretanto a salinidade inverteu completamente este 

padrão de formação de barreiras à ROL (Figura 19J, K, L). 

OD (ppm) OD (ppm) 
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Figura 19 – Cortes transversais de raízes de plantas de arroz aos 5 dias após aplicação dos tratamentos na ausência 

de salinidade e na oxigenação de: <3,5 (A, G); ±5,5 (B, H); ±7,5 (C, I) ppm de oxigênio dissolvido (OD), e na 

presença de salinidade (80 mM de NaCl) e na oxigenação de: <3,5 (D, J); ±5,5 (E, K); ±7,5 (F, L) ppm de OD, 

corados com azul de toluidina e safranina. Epiderme (epi), exoderme (exo), esclerênquima (esc), córtex (cor), 

endoderme (end) e cilindro central (cc). As setas ( )indicam locais de coloração mais intensa.  Barra de escala (

) = 100 µm.  
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Aos 10 DAT, todos os tratamentos, com exceção apenas do tratamento com alta 

oxigenação sem salinidade, apresentaram deposição de pectina no esclerênquima e na 

endoderme das raízes (Figura 20). As células do esclerênquima mostraram-se pouco coloridas 

com azul de toluidina e bem esparsas sob alta oxigenação na ausência de salinidade (Figura 

20B).  

Aos 10 DAT, a formação de barreiras à ROL pela deposição de suberina e/ou lignina, foi 

mais concentrada no esclerênquima das raízes de plantas de arroz sob baixa e alta oxigenação, 

independente do tratamento salino (Figura 20G - L).  
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Figura 20 - Cortes transversais de raízes de plantas de arroz aos 10 dias após aplicação dos tratamentos na ausência 

de salinidade e na oxigenação de: <3,5 (A, G); ±5,5 (B, H); ±7,5 (C, I) ppm de oxigênio dissolvido (OD), e na 

presença de salinidade (80 mM de NaCl) e na oxigenação de: <3,5 (D, J); ±5,5 (E, K); ±7,5 (F, L) ppm de OD, 

corados com azul de toluidina e safranina. Epiderme (epi), exoderme (exo), esclerênquima (esc), córtex (cor), 

endoderme (end) e cilindro central (cc). As setas ( )indicam locais de coloração mais intensa. Barra de escala (

) = 100 µm.  
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Aos 15 DAT, a deposição de pectina concentra-se no esclerênquima e na endoderme das 

raízes sob qualquer tratamento de oxigenação (Figura 21A, B, C). Além disso, formação de 

barreiras à ROL foi observada no esclerênquima das raízes de plantas de arroz sob baixa e alta 

oxigenação (Figura 21D, E, F). 

 

Figura 21- Cortes transversais de raízes de plantas de arroz aos 15 dias após aplicação dos tratamentos na ausência 

de salinidade e na oxigenação de: <3,5 (A, D); ±5,5 (B, E); ±7,5 (C, F) ppm de oxigênio dissolvido (OD) corados 

com azul de toluidina e safranina.  Epiderme (epi), exoderme (exo), esclerênquima (esc), córtex (cor), endoderme 

(end) e cilindro central (cc). As setas ( )indicam locais de coloração mais intensa. Barra de escala ( ) = 100 

µm.  

Outras alterações morfológicas foram também observadas em cortes transversais das 

raízes de arroz entre 35-40 mm do ápice radicular, corados com azul de toluidina. Estes cortes 

de raízes, sob oxigenação controle, mostraram a tendência de redução de diâmetro das raízes 

ao longo dos dias de tratamento (Figuras 19B, 20B, 21B), enquanto que houve aumento de 

diâmetro radicular tanto sob baixa oxigenação (Figuras 19A, 20A, 21A) quanto sob alta 

oxigenação (Figuras 19C, 20C, 21C). Além disso, pôde-se observar diferenças na abundância 

de pectina e na deposição de suberina e/ou lignina nas paredes das células do esclerênquima ao 

longo dos dias de aplicação dos tratamentos (Figuras 19, 20, 21). 

5  DISCUSSÃO 

No presente estudo, avaliou-se como a concentração de oxigênio molecular na zona 

radicular influencia no crescimento e na fotossíntese das plantas de arroz sob estresse salino, 

bem como na formação das barreiras contra a perda radial de oxigênio (ROL) nas raízes e no 

metabolismo do sistema de defesa antioxidante enzimático e não enzimático. É importante 
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destacar que para esse estudo, desenvolveu-se uma metodologia usando o metabissulfito de 

sódio como agente redutor, o qual diminui a concentração de oxigênio molecular na solução de 

cultivo das plantas, gerando condições de hipóxia mais severa.  A aplicação do metabissulfito 

de sódio como agente redutor foi realizada na mesma proporção em todos os tratamentos, mas 

nos tratamentos com oxigenação maior que 3,5 ppm sua aplicação foi realizada 2 dois antes da 

troca das soluções nutritivas, deste modo os efeitos das condições de oxigenação radicular não 

podem ser confundidos com os possíveis efeitos residuais do Na2S2O5.  

5.1  Crescimento e desenvolvimento de arroz: estresse salino x hipóxia 

Em arroz, assim como em outras espécies vegetais adaptadas a condições de 

alagamento, a formação de aerênquimas lisígenos é imprescindível à sobrevivência (HAQUE 

et al., 2010; RAJHI et al., 2011). Também, outra adaptação comum em arroz cultivado em 

ambiente com baixa disponibilidade de O2, como é o caso dos solos alagados, e que tem sido 

bem documentada é a formação das barreiras contra a perda radial de oxigênio (ROL), as quais 

são formadas desde a base das raízes e se estendem até bem próximo do ápice delas (COLMER 

et al., 1998; RANATHUNGE et al., 2011; KOTULA et al., 2009). Apesar dessas adaptações a 

ambientes com pouca oxigenação [± 5,5 ppm de oxigênio dissolvido (OD)], observou-se no 

presente estudo que o agravamento desta condição (OD < 3,5 ppm) induziu reduções no número 

de perfilhos, no acúmulo de massa seca, na área foliar e no crescimento longitudinal, tanto da 

parte aérea quanto das raízes (Figura 1). Essa redução no crescimento das plantas de arroz pode 

ser atribuída em muito à grande redução na taxa de assimilação líquida do carbono, em 

decorrência da redução da condutância estomática e consequente redução da relação Ci/Ca 

(Figura 2A, B, D). O mesmo ocorreu em outras espécies adaptadas a áreas alagadas, como 

Hoderum vulgare, Critesion marinum e Echinochloa crus-galli L., que também apresentaram 

perdas consideráveis na massa seca das raízes e parte aérea, além de um encurtamento radicular 

quando comparadas a seus cultivos em solo drenado e solo alagado (com restrição de oxigênio) 

(MCDONALD et al., 2001). Sob condições alagadas é comum reduções na condutância 

estomática e na taxa de fotossíntese, como observado em planta de mamona (ELSE et al., 2001), 

e estas respostas fisiológicas, dentre outras, são apontadas por alguns autores como respostas 

fisiológicas ao alagamento que se assemelham às observadas sob seca (PANG et al., 2004; 

POLACIK; MARICLE, 2013). 

Em plantas sob condições de baixa oxigenação, como em solos alagados, são muito 

comuns o encurtamento radicular e a formação de raízes adventícias, fato que tem sido 

observado em Critesion marinum (McDONALD et al., 2001), arroz (MAILK et al., 2001; 

LARSEN et al., 2015) e outros cereais como trigo, milho e cevada (COLMER; GREENWAY, 

2011). Esse processo adaptativo, juntamente com a formação de aerênquimas, tem por 
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finalidade suprir com maior facilidade as raízes com o oxigênio que vem da parte aérea, além 

de permitir melhor difusão dos gases CO2 e metano das raízes para a parte aérea (COLMER, 

2003b; EVANS, 2003). Nas plantas de arroz, cv. SCSBRS 113, o agravamento da hipóxia além 

de induzir a formação de aerênquimas intensificou o encurtamento e formação de raízes 

adventícias (Figuras 1H; 18). No entanto, a formação dessas estruturas não foi suficiente para 

compensar as perdas de massa seca das raízes que ocorreram sob baixa oxigenação (Figura 1D), 

dado o encurtamento e redução do número de raízes não adventícias (Figura 18).  

O aumento da oxigenação da solução nutritiva de ± 5,5 para ± 7,5 ppm de OD não 

contribuiu significativamente para o crescimento e desenvolvimento das plantas de arroz, 

exceto por um aumento médio de 25% do comprimento radicular (Figuras 1H; 17C). Esse 

aumento também foi observado em plantas mais jovens e mais sensíveis à salinidade (Figura 

16 E, F). Porém, este efeito positivo não gerou consequências positivas às demais variáveis de 

crescimento e desenvolvimento das plantas de arroz (Figuras 1; 16), talvez por estas estarem 

inseridas em um sistema de cultivo hidropônico em que o comprimento radicular não teria uma 

maior importância na obtenção de uma melhor nutrição ou exploração de fontes de água com 

melhor qualidade, tendo em vista a pronta disponibilidade nutricional e nenhuma 

heterogeneidade do meio de cultivo.  

Diversos trabalhos relatam reduções no crescimento de diversas espécies de plantas 

pela salinidade (MARQUES et al., 2011; MIRANDA et al., 2016; PILAHOME et al., 2017), 

porém são relativamente escassos estudos voltados para a interação desse fator de estresse com 

a hipóxia (MALIK et al., 2009; KOTULA et al., 2015a). A salinidade provocou forte impacto 

negativo no crescimento das plantas de arroz cv. SCSBRS 113 (Figura 1), resposta observada 

por diversos autores em plantas de outros cultivares de arroz e sorgo (De LEON et al., 2015; 

MIRANDA et al., 2016 e PILAHOME et al., 2017). No entanto, dentre as variáveis de 

crescimento analisadas, apenas as de área foliar e de comprimento da parte aérea responderam 

de forma interativa aos fatores salinidade e oxigenação (Figura 1).  Nestes casos, a salinidade 

com NaCl a 80 mM atuou alterando o padrão de resposta aos tratamentos de oxigenação e 

agravando o efeito prejudicial da baixa oxigenação. A interferência no crescimento pelo estresse 

combinado de baixa oxigenação e salinidade também foi observada por Malik et al. (2009) em 

17 variedades de Horderum marium e uma variedade de trigo tolerante ao alagamento, as quais 

apresentaram danos significativos ao crescimento relativo. 

Diversos trabalhos documentam que diferentes genótipos de arroz sofrem inibição 

na produção de biomassa com o aumento da salinidade (DE LEON et al., 2015; EMONA et al., 

2015; PILAHOME et al., 2017). A cultivar de arroz cv SCSBRS 113 também apresentou 

reduções significativas na massa seca das diferentes partes da planta com 10 dias de tratamento 
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salino a partir de 40 mM de NaCl mesmo em um estádio fenológico de maior tolerância à 

salinidade (Figura 1B, C, D).  

5.2  Tolerância a salinidade segundo o estádio de desenvolvimento 

A tolerância das plantas de arroz à salinidade, bem como de muitas outras culturas, 

varia com o estádio de desenvolvimento (SHINOZAKI et al., 2015). O arroz é relativamente 

tolerante durante as etapas de germinação, perfilhamento e maturação dos grãos, sendo muito 

sensível logo após o estabelecimento da plântula e durante o florescimento (FRAGA et al., 

2010; EMBRAPA, 2013). No experimento I, a aplicação dos tratamentos salinos foi realizada 

no momento fenológico considerado de maior tolerância à salinidade (perfilhamento), aos 30 

dias da semeadura. Ainda assim, houve prejuízos no perfilhamento, no acúmulo de massa seca, 

no crescimento longitudinal da parte aérea e na expansão foliar causados pelo estresse salino 

com NaCl a 40 ou 80 mM. Além disso, o aumento da oxigenação do meio de cultivo não foi 

capaz de reverter a inibição do crescimento causada pela salinidade.  

Deste modo, as plantas de arroz apresentaram maiores prejuízos quando os 

tratamentos foram aplicados aos 12 dias da semeadura (Experimento II) do que aos 30 dias 

(Experimento I). Por exemplo, considerando condições de oxigenação controle (± 5,5 ppm de 

OD), plantas com 10 dias em presença de NaCl a 80 mM apresentaram, em relação àquelas 

crescendo em meio sem NaCl, reduções de 92,8% na área foliar, 57,1% no comprimento da 

parte aérea e 25,0% no comprimento das raízes, quando a aplicação dos tratamentos ocorreu 

aos 12 dias da semeadura (Figura 16B, D, F). Em contraste, nas plantas em que a aplicação 

ocorreu aos 30 dias as reduções foram de 53,0% na área foliar, 24,0% no comprimento da parte 

aérea, e não foi observada nenhuma redução no comprimento das raízes (Figura 1E, G, H). 

Portanto, tais resultados demonstram a maior sensibilidade das plantas logo após seu 

estabelecimento, conforme também observado por outros autores (SHINOZAKI et al., 2015; 

HOANG et al., 2016). 

5.3  Trocas gasosas e fotossíntese: salinidade x hipóxia 

As perdas de produtividade em função de estresse abióticos, como a salinidade e a 

hipóxia, ocorrem em função de uma série de causas, dentre elas a redução da capacidade 

fotossintética (HARRIS; ASHRAF, 2013), assim como observado para as plantas de arroz, cv. 

SCSBRS 113, submetidas à salinidade ou à baixa oxigenação (Figura 2A, B, D). De acordo 

com Schroeder et al. (2001) e Bartels e Sunkar (2005), a salinidade provoca uma diminuição 

do potencial osmótico da solução do solo capaz de induzir o acúmulo de ácido abscísico (ABA) 

pelas plantas, o qual age reduzindo a condutância estomática (gs), a concentração interna de 

CO2 (Ci) e a assimilação de CO2. Da mesma forma, a hipóxia também reduz a assimilação de 

CO2 pela redução da gs devido a um acúmulo de ABA nas folhas (AROCA et al., 2012) e o 
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metabolismo C3 do arroz impõe uma dependência da concentração de CO2 para alcançar um 

máximo de assimilação (TAIZ; ZEIGER; MØLLER, 2017; PERDOMO et al., 2017). Deste 

modo, a redução na assimilação líquida do carbono (A) pode ser devida, pelo menos em parte, 

à menor gs e consequente redução na relação entre a concentração interna e externa de CO2 

(Ci/Ca), tanto nas plantas sob salinidade como naquelas sob baixa oxigenação. 

Foi observado que, sob oxigenação controle, a salinidade com NaCl a 40 mM não 

reduziu significativamente a assimilação mesmo reduzindo a gs em 38% e a relação Ci/Ca em 

12%. Desse modo, as plantas de arroz conseguiram manter a assimilação líquida do carbono 

sem prejuízos significativos, mesmo ocorrendo o fechamento parcial dos estômatos em resposta 

ao estresse imposto, o que sugere que os processos bioquímicos envolvidos na assimilação não 

foram afetados. Em apoio a essa ideia, a eficiência instantânea de carboxilação não foi alterada 

pela salinidade (Figura 2E). 

O fechamento estomático em resposta ao aumento de concentração de ABA nas 

folhas logo no começo da ação de um estresse abiótico (SCHROEDER et al., 2001, MELO et 

al., 2017) gera respostas fisiológicas decorrentes que se estabilizam com o tempo, como foi 

observado no sistema fotossintético das plantas sob salinidade, que apresentaram melhorias nos 

valores de A, E e Ci/Ca, bem como em plantas sob baixa oxigenação, com melhorias nos valores 

de A, gs, E, Ci/Ca, A/Ci após 6 DAT (Figuras 3, 4). Estas alterações nas variáveis de trocas 

gasosas puderam ser observadas ao longo do tempo de aplicação do estresse, e representam 

uma convivência com as condições impostas. A exemplo dessa plasticidade, a espécie paratudo 

(Tabebuia aurea), que é uma árvore típica do Pantanal brasileiro, pode sobreviver durante 

pouco mais de 100 dias sob alagamento, porém, com redução das taxas de fotossíntese líquida, 

condutância estomática e transpiração; entretanto, após a retirada do estresse, a espécie possui 

rápida recuperação e retorna às suas taxas fisiológicas aos níveis iniciais (OLIVEIRA; 

GUALTIERI, 2017). 

Relatos mostram que logo no começo da ação de um estresse abiótico os estômatos, 

normalmente, tendem ao fechamento pela redução do turgor em resposta à ação do ABA sobre 

os canais iônicos e com isso há um aumento na eficiência instantânea do uso da água 

(SCHROEDER et al., 2001, MELO et al., 2017). Tal aumento também foi observado aqui, tanto 

nas plantas de arroz que estavam apenas sob baixa oxigenação ou sob salinidade com NaCl a 

80 mM, como nas que estavam sob a combinação desses dois tratamentos (Figura 2F), sendo 

que logo no início do estresse há uma maior eficiência instantânea do uso da água acompanhado 

de um maior fechamento estomático (Figuras 3B, F; 4B, F). O aumento na eficiência 

instantânea do uso da água pode ser explicado por uma maior restrição à transpiração do que a 

difusão de CO2 para dentro dos tecidos foliares e seu consequente impacto na assimilação 
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líquida do carbono (Figura 2A, D, C). Notou-se, ainda, que os meios para se obter esse aumento 

diferiram entre os estresses. Apesar da eficiência instantânea do uso da água das plantas sob 

salinidade com NaCl a 80 mM ser similar à observada em plantas sob baixa oxigenação, o 

impacto fisiológico na assimilação e redução da transpiração foi maior sob baixa oxigenação 

(Figura 2F), ocorrendo esta, apenas porque as reduções na assimilação e na transpiração 

apresentaram a mesma proporcionalidade.  

Plantas de pimentão responderam ao estresse salino com aumento na eficiência 

instantânea do uso da água (MELO et al., 2017). No entanto, segundo alguns autores, com o 

passar do tempo maiores prejuízos ao sistema fotossintético podem contribuir para redução da 

assimilação de carbono e consequente redução dessa eficiência instantânea do uso da água em 

plantas sob estresse (CHAVES et al., 2009, SIKUKU et al., 2010, DAMAYANTHI et al., 2010, 

ANJUM et al., 2011). Nas plantas de arroz, durante os 10 dias de estresse, notou-se também 

uma pequena redução nessa grandeza pela salinidade (Figuras 3F; 4F), mas isso não foi 

relacionado a reduções na assimilação e sim a uma maior transpiração acompanhada de 

pequenos acréscimos na assimilação e condutância estomática (Figuras 3A, B, C; 4A, B, C). 

Ressalte-se que não se pode descartar a possibilidade de que, após os 10 dias de estresse, 

maiores prejuízos ocorram nos fotossistemas, reduzindo enfim a eficiência instantânea do uso 

da água.  

A eficiência de carboxilação (A/Ci) indica a capacidade da planta de fixar o CO2 

interno, e com isso possibilita identificar a interferência de fatores não estomáticos na 

fotossíntese (MACHADO et al., 2005). Portanto, a baixa oxigenação interferiu nos processos 

não estomáticos relacionados com a fixação de carbono das plantas de arroz desde que, nessa 

condição, houve redução na eficiência de carboxilação (Figuras 2E, 3E).  

De modo geral, em espécies tolerantes ou sensíveis à salinidade observa-se aumento 

ou redução nos teores de clorofila, respectivamente (AKRAM; ASHRAF, 2011). Este 

comportamento foi observado em trigo (RAZA et al., 2006, ARFAN et al., 2007, LOPES et al., 

2012), ervilha (NOREEN et al., 2010), melão (ROMERO et al., 1997), girassol (ASHRAF; 

SULTANA, 2000, AKRAM; ASHRAF, 2011), alfafa (MONIRIFAR; BARGHI, 2009), painço 

(Panicum miliaceum L.) (SABIR et al., 2009), cana-de-açúcar (GOMATHI; RAKKIYAPAN, 

2011) e milho (CHA-HUM; KIRDMANEE, 2009). Para alguns autores, a salinidade reduz o 

teor de clorofila por prejudicar a biossintese e acelerar a degradação do pigmento (ECKARDT, 

2009). Entretanto, Juan et al. (2005) concluíram que os teores de clorofila a e b não são bons 

indicadores de tolerância à salinidade para algumas espécies, como o tomate, por exemplo, e o 

mesmo pode ser dito para a variedade de arroz, cv. SCCBRS 113, aqui estudada, já que as 

alterações nos teores de clorofilas e carotenoides não foram acompanhadas por os danos no 
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crescimento e redução na taxa de assimilação do carbono provocados pelo estresse salino ou 

até mesmo por mudança da oxigenação radicular (Figura 5). Esses resultados foram 

semelhantes aos observados por Benitez (2012) em arroz irrigado e por Kibria et al. (2017) no 

genótipo BINA dhan 10 de arroz tolerante à salinidade. 

É importante ressaltar que apesar do primeiro passo para a degradação da clorofila 

b ser sua conversão para clorofila a por meio da enzima clorofilase (FANG et al., 1998), o 

aumento no teor de clorofila a pela salinidade não foi provocado pela degradação de clorofila 

b, já que esta não teve seu teor diminuído (Figura 5A, B). Assim é possível afirmar que não 

houve participação da salinidade e nem da oxigenação em induzir processos catabólicos da 

clorofila b, bem como não houve degradação de clorofila a e carotenoides nas plantas de arroz 

em estudo. Isso pode ser resultado de uma inibição enzimática, pois, segundo Santos et al. 

(2004), o estresse salino moderado em plantas de girassol não estimulou a atividade da 

clorofilase, primeira enzima envolvida no catabolismo da clorofila a, sendo sua atividade 

inibida por altas concentrações salinas em plantas de girassol. Talvez mecanismo similar tenha 

ocorrido nas plantas de arroz. 

O declínio na taxa de fotossíntese líquida em plantas de milho sob estresse salino 

tem sido associado a uma redução nos teores de pigmentos do aparato fotossintético, como as 

clorofilas a e b, e os carotenoides (EL SAYED, 2011; QU et al., 2012). Esta situação foi também 

observada em espécies aquáticas (Spirodela polyrhiza) (CHANG et al., 2011), cereais (Triticum 

aestivum) (ARFAN et al., 2007; PERVEEN et al., 2010), oleícolas (Solanum lycopersicum) 

(SINGH et al., 2016) e até mesmo em plântulas de arroz, var. CO-51 (KHAN; HEMALATHA, 

2016).  

 O papel dos pigmentos frente ao estresse salino como mecanismo de tolerância tem 

se mostrado divergente, podendo variar mesmo entre variedades de uma mesma espécie. 

Segundo Silva et al. (2016), a tolerância de plantas jovens de coqueiro à deficiência hídrica 

e/ou à salinidade do solo não pode ser atribuída à manutenção dos teores foliares de clorofilas 

e de carotenoides. Do mesmo modo, com base no que ocorreu com arroz, cv. SCSBRS 113, a 

manutenção desses pigmentos também não implicou em consequente tolerância. Além disso, 

mesmo não ocorrendo redução nos teores dos pigmentos fotossintetizantes e dos carotenoides, 

que são necessários para a fotoproteção da fotossíntese e de importantes precursores para 

sinalização de estresse abiótico (HARRIS; ASHRAF, 2013), a salinidade a 80 mM de NaCl e a 

baixa oxigenação reduziram a assimilação do carbono.  

Em uma revisão, Thalmann e Santelia (2017), afirmam que a maioria dos estresses 

abióticos, tais como seca, alta salinidade e alta temperatura, provocam redução nos teores de 

amido e aumentos nos teores de hexoses, como glicose e frutose. Este fato, por exemplo, foi 
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comprovado em Arabidopsis thaliana (HUMMEL et al., 2010), feijão (CUELLAR-ORTIZ et 

al., 2008) e frutos de tomate (YIN et al., 2010). Nas plantas de arroz em estudo, entretanto, o 

aumento da hipóxia (OD < 3,5 ppm) provocou grandes reduções nos teores de glicose e frutose, 

porém a salinidade reduziu apenas o teor de sacarose nas folhas (Figuras 8, 9). Em solos 

alagados, ou seja, em condições de hipóxia, é comum ocorrer uma redução da translocação de 

produtos fotossintetizados das folhas (fonte) para as raízes (dreno) (BARTA; SULC, 2002; 

YORDANOVA et al., 2004). Entretanto, a manutenção da atividade fotossintética e acúmulo 

de açúcar solúveis nas raízes são apontadas como importantes adaptações a solos alagados e, 

segundo Chen et al. (2005), foi essa resposta metabólica que permitiu a sobrevivência de 

Lepidium latifolium, uma espécie hidrófita facultativa, a 50 dias de alagamento. Nas plantas de 

arroz, sob condições hidropônicas e oxigenação de ± 5,5 ppm de OD, que corresponde a uma 

hipóxia leve, ocorreu essa reposta metabólica, pois observaram-se níveis de assimilação líquida 

do carbono, de sacarose nas folhas e de frutose e glicose nas raízes similares à da condição de 

alta oxigenação (Figuras 2A; 8; 9A, B). Entretanto, quando as plantas foram submetidas a uma 

hipóxia mais severa (OD < 3,5 ppm) não ocorreu a manutenção da atividade fotossintética e 

nem acúmulo de açúcares solúveis nas raízes e folhas, resultando em sérios prejuízos ao 

crescimento vegetal. 

5.4  Disponibilidade de água e fluxo iônico: salinidade x hipóxia 

De acordo com vários autores, a hipóxia é capaz de reduzir a disponibilidade de 

água para as plantas por reduzir a gs (ELSE et al., 2001; AROCA et al., 2012) e a condutância 

hidráulica das raízes (Lp) (ELSE et al., 2001; TOURNAIRE-ROUX et al., 2003; 

VANDELEUR et al., 2005). No presente estudo, observou-se que o conteúdo de água nas 

folhas, tanto aos 5 como aos 10 DAT, foi reduzido pela baixa oxigenação, porém notou-se que 

o conteúdo de água nas folhas foi muito mais reduzido pela salinidade do que pela baixa 

oxigenação (Figura 15A, B). A disponibilização de água pelo fluxo ascendente movido pela 

diferença de potencial hídrico entre as raízes e as folhas está diretamente relacionado à gs 

(AROCA et al., 2012). Porém, a redução nessa variável parece ser insuficiente para explicar as 

reduções no conteúdo de água das folhas de arroz pela salinidade, desde que, sob baixa 

oxigenação, o valor de gs foi muito inferior àquele sob salinidade (Figura 2B). Destaque-se que, 

mesmo assim, as plantas de arroz apresentaram um maior conteúdo de água sob baixa 

oxigenação, embora a eficiência instantânea do uso da água tenha sido similar nos dois estresses 

(Figura 2F). Isso pode indicar um efeito adicional do componente osmótico do estresse salino, 

reduzindo o potencial hídrico do meio de crescimento e prejudicando a absorção de água 

(LOBO et al., 2011; FERRAZ et al., 2015). 
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Em plantas sob hipóxia, a redução na Lp referida anteriormente, e que pode também 

limitar o conteúdo de água nas folhas, tem sido bem documentada e é atribuída a acidificação 

citosólica das células das raízes (TOURNAIRE-ROUX et al., 2003). A condição de hipóxia 

pode afetar essa grandeza por causa da sensibilidade das aquaporinas a esse fator de estresse 

(COLMER; GREENWAY, 2011). Acredita-se que possam ocorrer alterações estruturais nas 

aquaporinas PIP1 e PIP2, as quais possuem um resíduo de histidina (His 197) sensível ao pH 

(TOURNAIRE-ROUX et al., 2003). 

Um outro fator que poderia reduzir a Lp seria a deposição de suberina na 

endoderme, a qual está relacionada às barreiras de proteção contra a ROL pelas raízes 

(MIYAMOTO et al., 2001; RANATHUNGE; STEUDLE; LAFITTE, 2003; AROCA et al., 

2012). Em plantas de arroz na fase de pré-perfilhamento, o tratamento de baixa oxigenação 

pode ter induzido a formação dessas barreiras, possivelmente, pela suberização do 

esclerênquima, já que o teor de lignina nas raízes foi reduzido (Figuras 15C, D; 17F) (KOTULA 

et al., 2009). Em reforço a essa suposição também se visualizou nos tecidos de raízes dessas 

plantas uma intensificação de barreiras contra à ROL no esclerênquima, aos 10 DAT em 

ausência de salinidade (Figuras 20G, 21D). Entretanto, isto se contrapõe ao fato de a maior 

redução no conteúdo de água das folhas ocorrer nas plantas de arroz sob baixa oxigenação, 

enquanto que as plantas sob alta oxigenação apresentarem um comportamento similar quanto à 

formação de barreiras à ROL pela suberização do esclerênquima (Figuras 19I, 20I, 21F), porém 

sem apresentar reduções no conteúdo de água das folhas nem a qualquer outra variável de 

crescimento e desenvolvimento das plantas de arroz. Deste modo, a redução do conteúdo de 

água na folha, não pôde ser relacionada à formação de barreiras contra a ROL, que segundo 

alguns autores reduzem a Lp (MIYAMOTO et al., 2001; RANATHUNGE; STEUDLE; 

LAFITTE, 2003), ficando, assim, o crédito maior à redução na gs (Figuras 2B; 6A) (AROCA 

et al., 2012).  

Além dos motivos acima apresentados, que não corroboram com a ideia de que a 

redução do conteúdo de água das folhas devido à baixa oxigenação deva-se à formação de 

barreiras contra a ROL, há autores que demostraram não haver relação entre redução da Lp com 

a formação das barreiras à ROL. Por exemplo, Ranathunge e Schreiber (2011) constataram que 

a Lp não foi alterada pela formação de barreiras contra a ROL e atribuíram isso à existência de 

poros nessas barreiras apoplásticas. Assim, os resultados obtidos com o cultivar de arroz 

estudado estão de acordo com as ideias apresentadas por esses autores. 

A salinidade não estimulou a formação de barreiras contra a ROL, pois aos 10 dias 

de aplicação dos tratamentos, nas plantas com 30 dias após a semeadura, a salinidade não 

promoveu lignificação radicular (Experimento I, Figura 14) e induziu uma redução de lignina 
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quando o tratamento salino foi aplicado em plantas de arroz com 12 dias da semeadura 

(Experimento II, Figura 15D). Além disso, a histoquímica das raízes expôs uma redução na 

formação de barreiras contra a ROL no esclerênquima tanto aos 5 como aos 10 DAT com a 

atuação exclusiva da salinidade com NaCl a 80 mM sobre as raízes (Figuras 19B, E, H, K; 20B, 

E, H, K). Além disso, alguns autores indicam que apesar de fortes barreiras contra a ROL se 

formar em raízes de Horderum marium em condições de hipóxia, estas foram menos robustas 

quando a condição foi combinada com salinidade (ALAMRI et al., 2013).   

Como observado no cultivar de arroz em estudo, Ranathunge et al. (2011) 

observaram que a baixa concentração de oxigênio em volta das raízes das plantas de arroz cv. 

Azucena, induz a formação de barreiras à ROL sem alterar a permeabilidade da água; contudo, 

para estes autores as barreiras contra a ROL também reduzem a permeabilidade dos íons Na+ e 

Cl-, bem como o efluxo de O2, o qual acontece também em outras espécies (COLMER, 2003a; 

SOUKUP et al., 2007). No entanto, em ausência de salinidade, as alterações na oxigenação da 

solução nutritiva não modificaram os teores de Na+ e Cl- nas folhas ou raízes das plantas de 

arroz cv. SCSBRS 113, indicando assim não haver alterações da permeabilidade destes íons 

(Figura 6). Além disso, Malik et al. (2009) também concluíram que a estagnação de oxigênio 

(hipóxia) não alterou os teores de Na+ e Cl- nas folhas de Horderum marium e de Triticum 

aestivum; contudo, segundo estes autores quando esta condição foi combinada com a de 

salinidade houve aumento médio de 15 e 31% nos teores de Na+ e Cl-, respectivamente, nas 

folhas de Horderum marium e de Triticum aestivum, em relação às plantas apenas sob 

salinidade. Nas plantas de arroz, a baixa oxigenação associada com o NaCl a 40 mM contribuiu 

para que os teores de Na+ e Cl- aumentassem em 173% e 78%, respectivamente, em relação à 

oxigenação controle (± 5,5 ppm de OD) e na mesma salinidade (Figura 6B, D). Enquanto que, 

com a intensificação da salinidade, sob baixa oxigenação, o aporte de Na+ para as folhas foi 

mantido similar à condição de oxigenação controle e o aporte de cloreto aumentou ainda mais, 

resultando em um valor 41% maior que o obtido nas plantas sob oxigenação controle e de 

salinidade com NaCl a 80 mM.  

A tolerância das plantas à salinidade tem sido relacionada também com a 

capacidade de impedir o transporte de Na+ para a parte aérea e a manutenção do nível de K+ 

(CHEN et al., 2007; CUIN et al., 2008). Nas plantas de arroz, observou-se que houve uma 

resistência ao transporte de Na+ para as folhas quando as plantas foram expostas à salinidade, 

já que o aumento no teor deste íon foi de uma magnitude muito superior nas raízes do que nas 

folhas (Figuras 6A, B).; além disso, apesar de uma pequena redução no teor de K+ nas raízes, 

nas folhas ele foi mantido (Figuras 7A, B). Essa redução no teor de K+ foi provavelmente devido 

à grande competição com o Na+ pelos canais de absorção de potássio em condições de alta 
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salinidade, o qual também compete com outros íons nutrientes, porém, especialmente com o K+ 

(Kibria et al., 2017).  

Apesar de que algumas variedades de arroz tolerantes à salinidade acumularem 

menos Na+ nas folhas do que algumas variedades sensíveis quando sob estresse salino 

(MORADI; ISMAIL, 2007; GHOSH et al., 2011), para os autores Khan et al. (2015) e Kotula 

et al. (2015) a tolerância das plantas à salinidade não está relacionada apenas ao fato de 

manterem baixos teores de Na+ nas folhas, mas também depende muito da tolerância do tecido 

foliar em si. Por exemplo, em plantas de grão-de-bico, tanto os genótipos sensíveis quanto os 

tolerantes apresentaram similares teores de Na+ nas folhas, mas respostas fisiológicas bem 

distintas (KHAN et al., 2015). As plantas de arroz apresentaram um baixo limiar de Na+ nas 

folhas sob salinidade com NaCl a 40 mM, 132 µmol g-1 MS, capaz de causar prejuízos no 

crescimento das plantas, como na expansão foliar (Figura 6B, 1E), de modo que a tolerância à 

salinidade aparenta estar mais relacionada ao tecido foliar em si, como defendido por Khan et 

al. (2015) e Kotula et al. (2015), bem como a outros impactos negativos da salinidade sobre a 

planta. A exemplo disso, em condições salinas (NaCl a 80 mM), a alta oxigenação provocou 

um maior acúmulo de Na+ nas folhas em comparação ao tratamento de oxigenação com ± 5,5 

ppm de OD, entretanto não houve nenhuma diferença nas reduções das variáveis de 

crescimento, desenvolvimento e de assimilação de carbono desses tratamentos (Figuras 1; 2; 3; 

6B). Portanto, ou o tecido foliar de arroz cv. SCSBRS 113 é muito sensível à salinidade ou a 

causa dos danos provocados pela salinidade no crescimento possa estar mais relacionada ao 

grande acúmulo de Na+ e Cl- nas raízes e seus impactos indiretos na redução da gs e diretos no 

aumento de peroxidação lipídica nas raízes por toxidez iônica, além de uma redução no 

conteúdo de água nas folhas pela redução do potencial hídrico do meio de cultivo (Figuras 10C, 

15B).   

Embora as alterações na oxigenação da solução nutritiva tenham causado, de modo 

geral, reduções nos teores de K+ e Ca2+ nas raízes (Figura 7A, C), principalmente em condições 

de hipóxia mais severa, as plantas de arroz não apresentaram sintomas de deficiência de K+ 

(resultados não apresentados), caracterizados pela ausência de lesões necróticas nos ápices e 

margens foliares das folhas mais velhas, ou de deficiência de Ca2+ (resultados não 

apresentados), caracterizados pela ausência de deformação de folhas jovens e raízes 

acastanhadas, curtas e muito ramificadas (ERNANI et al., 2007; TAIZ; ZEIGER; MØLLER, 

2017).  Em reforço a isso, os teores desses íons nas folhas foram similares em todos os 

tratamentos de oxigenação, sob condições controle de salinidade (Figura 7B, D). Por outro lado, 

como observado também por diversos autores (HU et al., 2007; KAYA et al., 2010; AKRAM 

et al., 2010), a salinidade também reduziu fortemente os teores de K+ e Ca2+ nas raízes. 
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Entretanto, as reduções nos teores de Ca2+, nas raízes, com a alteração da oxigenação parece 

não acarretar nenhum prejuízo no crescimento das plantas, já que estas quando sob alta 

oxigenação apresentaram crescimento similar àquele da condição controle. Contudo, a redução 

do teor de K+ nas raízes das plantas de arroz sob hipóxia mais severa, assim como ocorre sob 

salinidade, é prejudicial às plantas, já que se acredita que a manutenção do K+ durante o estresse 

de hipóxia ou anóxia possa ser uma das chaves para conferir tolerância das plantas ao 

alagamento ou até a submersão, inclusive em plantas de arroz (MUGNAI et al., 2011; 

GAUTAMA et al., 2016). 

Da mesma forma que o observado em quatro variedades de mangueira, e em outras 

espécies, a salinidade reduziu os teores de Ca2+ nas folhas e raízes (KAYA et al., 2010; AKRAM 

et al., 2010; LUCENA et al., 2012).  Essa redução nos teores de cálcio também foi observada 

em plântulas de arroz, cv. BRRI dhan47, que mesmo sob uma maior disponibilidade exógena 

de Ca2+ na solução nutritiva não foi possível compensar totalmente a redução de Ca2+ nas folhas, 

apesar do aumento das defesas antioxidantes (RAHMAN et al., 2016).  

De acordo com Martinez-Ballesta et al. (2008) e Martinez-Ballesta e Carvajal 

(2014), em plantas de pimenta, a redução nos teores de cálcio pela salinidade está associada ao 

fechamento dos canais de água (aquaporinas). Além disso, esses autores também relacionaram 

a tolerância das plantas à salinidade a uma superexpressão de isoformas de aquaporinas capazes 

de melhorar a entrada de água e cálcio nas plantas (MARTINEZ-BALLESTA et al., 2008; 

MARTINEZ-BALLESTA; CARVAJAL, 2014). É interessante notar, que a perda nos teores de 

Ca2+ foi bem maior que os acréscimos provocados por alguns tratamentos nos teores de Na+ nas 

raízes e folhas, indicando que tais reduções não ocorreram por uma simples compensação iônica 

de dois íons Na+ por um íon de Ca2+, mas realmente por prejuízos na absorção do íon Ca2+, 

como também observado por Martinez-Ballesta e Carvajal (2014) (Figuras 6; 7). 

Embora a salinidade com NaCl a 80 mM, associada com a baixa oxigenação da 

solução de cultivo, tenha provocado reduções nos teores K+ e Ca2+ nas raízes, esta combinação 

não provocou reduções nesses teores nas folhas; ao invés disso, ocorreu um expressivo aumento 

no teor de K+ nas folhas (Figura 7B). Assim a redução nos teores de K+ nas raízes de arroz, 

nestas condições, não foi resultado apenas de uma menor absorção desse íon pelas raízes, mas 

também foi resultado de seu transporte para as folhas. Além disso, diferentemente do observado 

por Malik et al. (2009), os teores de Ca2+ nas folhas foi reduzido pela salinidade, porém, não 

houve interação desse fator com a hipóxia (Figura 7D). 

5.5  Ação antioxidante: salinidade x hipóxia 

O teor de proteína solúvel pode aumentar em resposta ao alagamento ou ao estresse 

salino como foi observado em plantas de tabaco e feijão, respectivamente (ANURADHA et al., 
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2008; FARHANGI-ABRIZA et al., 2017). Além disso, estes estresses demandam mais energia 

para síntese de proteínas, que aumenta em plântulas de arroz (EDWARDS; ROBERTS; 

ATWELL, 2012) Entretanto, de modo geral, as plantas de arroz não responderam com aumentos 

nos teores de proteína em função das alterações na oxigenação ou da salinidade da solução 

nutritiva (Figura 10A, B). É interessante chamar a atenção de uma condição experimental em 

particular, o tratamento com NaCl a 40 mM associado com a baixa oxigenação, que apresentou 

um aumento no teor protéico nas folhas, possivelmente como resultado de uma maior 

translocação de compostos aminados das raízes (fonte) para as folhas (dreno), já que 

concomitantemente ocorreu uma expressiva redução do teor protéico nas raízes (Figura 10A, 

B).  

Os níveis de MDA refletem o estado de peroxidação das membranas celulares e o 

comprometimento dos sistemas de defesa antioxidante em remover o excesso de espécies 

reativas de oxigênio (ROS) (LLESUY, 2002; CHIRICO, 1994). Alguns autores apontam, ainda, 

o aumento na peroxidação de lipídeos em plantas sob estresse salino como importante fator 

para redução no crescimento e desenvolvimento das plantas (BONIFACIO et al., 2016). Nas 

plantas de arroz sob oxigenação controle, a salinidade provocou aumentos nos teores de MDA 

(Figura 10C, D) e, consequentemente, na peroxidação de lipídeos, que se relacionaram bem aos 

danos no crescimento e desenvolvimento provocados pela salinidade, tanto nas folhas quanto 

nas raízes.  

Assim como observado por outros autores em diferentes espécies (BAIER et al., 

2005; CHRISTOU; MANGANARIS; FOTOPOULOS, 2014), o aumento expressivo de Na+ 

nas raízes das plantas de arroz sob salinidade e condições controle de oxigenação (Figura 6A) 

foi acompanhado de aumento na peroxidação lipídica (MDA) (Figura 10C). Assim, a entrada 

excessiva de Na+ pode ser reflexo de uma ação toxica deste íon, que resulta em aumento de 

ROS, as quais são capazes de provocar danos oxidativos às membranas celulares das raízes, 

tornando-as ainda mais permeáveis ao Na+ (BAIER et al., 2005; NATH et al., 2016).   

Diferentemente do encontrado na maioria dos trabalhos, há casos em que aumentos 

na peroxidação lipídica devidos à salinidade não se relacionam diretamente com reduções no 

crescimento ou com outras respostas fisiológicas e bioquímicas, como observado em duas 

cultivares de milho (AZEVEDO NETO et al., 2006). Nesse sentido, é importante ressaltar que 

plantas de arroz sob alta oxigenação e em ausência de salinidade, embora tenham apresentado 

alto nível de peroxidação lipídica, isso não foi acompanhado de danos no crescimento das 

plantas de arroz ou em outras variáveis como a assimilação líquida de C ou relacionadas com 

esse processo (Figuras 1-5). Entretanto, em plantas sob baixa oxigenação e na ausência de 

salinidade, a peroxidação lipídica foi similar à do tratamento controle, mas, nesse caso, não 
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ocorreram tais danos. Portanto, tais resultados recomendam cautela ao se tentar relacionar 

alterações na peroxidação lipídica (teor de MDA) com danos no crescimento provocados por 

estresses abióticos.  

Analisando os dados de MDA, os resultados sugerem que as plantas de arroz sob 

condições de mais baixa oxigenação (OD < 3,5 ppm) não estavam sob estresse oxidativo, uma 

vez que, nessa condição, os teores de MDA foram iguais nas raízes e folhas em relação aos 

respectivos controles (± 5,5 ppm de OD) (Figura 10C, D). Esses resultados diferiram dos 

apresentados por LI et al. (2006) e LI et al. (2010), em plantas de duas espécies de maçã sob 

condições de hipóxia, em que houve aumento da formação de duas ROS (o radical superóxido 

e o peróxido de hidrogênio) e concomitantemente aumento na peroxidação dos lipídeos de 

membrana das raízes, caracterizado pelo forte aumento em MDA. Por outro lado, resultados 

antagônicos foram observados por Bin et al. (2010) com relação a duas variedades de milho 

sob condições de alagamento. Enquanto que na variedade HZ32 essa condição não causou 

aumento nos teores de MDA nas raízes ou folhas, na variedade K12 foi observado aumento. 

Portanto, os resultados com a cultivar de arroz estudada sugerem que esta apresenta uma boa 

proteção contra danos oxidativos induzidos pela hipóxia uma vez que não há aumentos de MDA 

nem de atividade antioxidante enzimática (Figuras 10C, D; 11). 

Um dos efeitos da salinidade e de outros estresses nas plantas é a produção de ROS 

em excesso, gerando o chamado estresse oxidativo (AZEVEDO NETO et al., 2005; 

PETERHANSEL et al., 2010; KAUR et al., 2016). Para se protegerem dessas espécies, as 

plantas desenvolveram um sofisticado sistema de defesa antioxidante, que é constituído de 

compostos enzimáticos e não enzimáticos (MITTLER, 2002). Com relação ao sistema 

enzimático, foi observado que a dismutase do superóxido (SOD), que se constitui na primeira 

linha de defesa enzimática antioxidante, dismutando o radical superóxido em O2 e H2O2 

(FOYER; NOCTOR, 2003) teve sua atividade, nas raízes, aumentada nas plantas submetidas à 

salinidade, especialmente naquelas do tratamento de baixa oxigenação (OD < 3,5 ppm) (Figura 

11A). Esse aumento em atividade da SOD nas raízes, sob salinidade, também foi encontrado 

por outros autores (DAS et al., 2014; ROY; CHAKRABORTY, 2015; MISHRA et al., 2016; 

LIAO et al., 2016) e destaca a importância da ação dessa enzima contra o estresse oxidativo em 

arroz. 

Diferentemente do que ocorreu nas raízes, a SOD, nas folhas, não aumentou sua 

atividade em função da salinidade e sob condições de baixa ou alta oxigenação da solução 

nutritiva a atividade foi reduzida, porém isso ocorreu sem que houvesse interação entre esses 

fatores (Figura 11B). Estes resultados na atividade dessa enzima sob salinidade podem sugerir 

uma baixa participação da SOD na homeostase redox nesses órgãos das plantas de arroz. No 
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entanto, na maioria dos casos, essa enzima atua principalmente eliminando o radical superóxido 

produzido em excesso na cadeia transportadora de elétrons dos cloroplastos, sob condições de 

estresse salino, tanto em plantas cultivadas quanto em halófitas C3 (QIU-FANG et al., 2005; 

AZEVEDO NETO et al., 2006; MORADI; ISMAIL, 2007). Ressalte-se que a maior tolerância 

de algumas espécies à salinidade tem sido associada com a manutenção de baixas concentrações 

desse radical livre nos tecidos, como foi observado em quatro cultivares de arroz (KAUR et al., 

2016). De acordo com os resultados apresentados, a baixa oxigenação não induziu nenhum 

aumento de atividade na SOD, nas folhas, bem como não contribuiu com aumentos nos teores 

de MDA (Figuras 10D, 11B). Deste modo, a manutenção da atividade da SOD nas folhas sob 

baixa oxigenação ou sob salinidade sugere não haver necessidade de aumento de atividade para 

eliminar radicais superóxidos. Outra possibilidade é que as plantas de arroz sejam incapazes de 

aumentar a atividade dessa enzima, além dos níveis de atividade apresentados, como ocorre em 

plantas sensíveis à salinidade (KAUR et al., 2016). 

A catalase (CAT), que é uma das enzimas de maior eficiência catalítica (SLESAK 

et al., 2007), é considerada por alguns autores como a principal eliminadora de peróxido de 

hidrogênio (H2O2) em plantas sob condições de estresse (AZEVEDO NETO et al., 2005; 

KAUR et al., 2016). Esta enzima teve sua atividade nas folhas das plantas de arroz aumentada 

pelo estresse salino com NaCl a 80 mM, sob condições controle de oxigenação (Figura 11D), e 

isso ocorreu, provavelmente, para eliminar o H2O2 formado pela fotorrespiração, que é 

aumentada em condições de salinidade (FOYER et al., 2009; PETERHANSEL et al., 2010). 

Como o arroz é uma planta de metabolismo C3, a CAT tem sido apontada como uma enzima 

crucial para eliminar o H2O2 peroxissomal oriundo do processo de fotorrespiração (QUEVAL 

et al., 2007). Portanto, o aumento em atividade da CAT nos tecidos aéreos das plantas 

estressadas pela salinidade destaca seu papel na proteção antioxidante (MITTLER et al., 2002; 

KAUR et al., 2016). Além disso, a manutenção de alta atividade da CAT e da peroxidase do 

ascorbato (APX) tem sido observada em genótipos de arroz tolerantes à salinidade (Kibria et 

al., 2017). Entretanto, a alteração da oxigenação da solução de cultivo para uma condição de 

baixa ou alta oxigenação interferiu na atividade da CAT em qualquer condição de salinidade, 

prejudicando a ação desta enzima no combate ao estresse oxidativo provocado pela salinidade, 

nas folhas (Figura 11D).  

As peroxidases (POX ou POD), são enzimas que utilizam fenóis como co-

substratos para eliminar o H2O2 e atuam na proteção contra o estresse oxidativo em plantas 

(DEMIREL; TURKAN, 2005; KIBBIAN et al., 2017). Especificamente, neste trabalho, 

estudou-se uma POX, que foi dosada utilizando o fenol guaiacol, daí o nome peroxidase do 

guaiacol (G-POD), algumas vezes referidas na literatura como GPOX. Esta enzima, dentre as 



86 

 

 

eliminadoras de H2O2 estudadas, foi a que se apresentou com maior atividade específica (cerca 

de 70 vezes aquela da APX) nas raízes (Figura 11C-F). Mesmo com o aumento da salinidade, 

sua atividade se manteve estável, ou seja, igual àquela da condição controle, isto é, em ausência 

de salinidade e OD ± 5,5 ppm. Este resultado ressalta um comportamento diferente do 

observado em outros genótipos de arroz tolerantes ou não à salinidade, nos quais a atividade 

dessa enzima foi reduzida com o aumento da salinidade (KIBBIAN et al., 2017). O papel da G-

POD na proteção oxidativa é mais destacado quando se observa que sua atividade foi 

significativamente aumentada no tratamento de baixa oxigenação (OD < 3,5 ppm) mesmo em 

condições de salinidade. Portanto, os resultados sugerem que a G-POD está relacionada com a 

proteção oxidativa contra as ROS nas raízes em qualquer condição ambiental do estudo, já que 

manifesta alta atividade mesmo em condições controle, mas atua mais ativamente em salinidade 

com NaCl a 40 e a 80 mM sob baixa oxigenação da solução nutritiva. A importância da G-POD 

no combate às ROS sob salinidade é destacada por Ali et al. (2014), que relacionaram a 

tolerância de plântulas de arroz à salinidade a uma maior atividade dessa enzima, dentre outras 

variáveis analisadas, apesar do mesmo não ocorrer para todos os genótipos tolerantes 

(KIBBIAN et al., 2017).  

A APX, enzima que elimina o H2O2 utilizando como co-substrato o ascorbato, tem 

sido apontada como uma das mais importantes na defesa antioxidante (MITTLER et al., 2002; 

KAUR et al., 2016; KIBBIAN et al., 2017). Para alguns autores, o alto nível de H2O2 

intercelular é responsável pela indução de atividade da APX citosólica em plantas de arroz sob 

estresse salino (LEE et al., 2001, SHAN; LIU, 2017). A atividade dessa enzima, da mesma 

forma que o teor de MDA, aumentou em função da salinidade da solução nutritiva, tanto nas 

folhas quanto nas raízes (Figura 11E, F). Aumentos na atividade da APX pela salinidade 

também foram observados por Kaur et al. (2016), que relacionaram a alta atividade especifica 

da APX a variedades de arroz tolerantes à salinidade, sendo observada baixa atividade da CAT 

nas mesmas. Por outro lado, Kibbian et al. (2017) relacionaram reduções na atividade da APX 

e da CAT a variedades sensíveis a salinidade.  

A APX usa ascorbato como um redutor para eliminar o H2O2 e convertê-lo em 

desidroascorbato (KAUR et al., 2016). A atividade da APX, sob baixa oxigenação, foi similar 

nas raízes ou bastante inferior nas folhas, em comparação à condição controle, enquanto o teor 

de ascorbato total foi reduzido nas raízes e mantido nas folhas (Figuras 12C, D). Desse modo, 

a baixa oxigenação não parece estar relacionada com um aumento da necessidade do uso do 

ciclo ascorbato-glutationa. Por outro lado, os aumentos pontuais observados nas atividades 

especificas das enzimas SOD, G-POD e APX nas raízes, sob salinidade com NaCl a 40 mM e 
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baixa oxigenação (OD < 3,5 ppm), parecem ser apenas um reflexo da redução do teor de 

proteínas neste tratamento (Figuras 10A; 11A, C, D). 

Analisando de forma conjunta os dados de atividade enzimática e os de peroxidação 

lipídica, os resultados sugerem que as ROS não tiveram participação importante nos danos 

provocados pela baixa oxigenação nas raízes e folhas de plantas de arroz, em que o teor de 

MDA e a atividade das enzimas SOD, CAT APX se mantiveram similares ou inferiores aos 

correspondentes controles. Na literatura, os trabalhos que investigam a ação das enzimas 

antioxidantes sob diferentes condições de oxigenação radicular são escassos, embora existam 

aqueles que comparam condições de solo aerado e solo alagado (hipóxia) (BIN et al., 2010). 

Nestas últimas condições, esses autores observaram que as atividades das enzimas SOD, CAT, 

APX e POX aumentaram nas folhas de duas variedades de milho, enquanto que, nas raízes, a 

SOD mostrou menor atividade, a APX e a POX tiveram aumentos em atividade e a CAT não 

teve alteração em atividade. Portanto, nas plantas de arroz, cv. SCSBRS 113, o sistema 

antioxidante enzimático sob hipóxia severa (OD < 3,5 ppm) teve papel similar à de um sistema 

antioxidante atuando sob as condições de hipóxia leve (± 5,5 ppm de OD) ou sob aeração (± 

7,5 ppm de OD), e desse modo não respondeu ao estresse de hipóxia com incrementos nas 

defesas antioxidantes enzimáticas como ocorre em outras espécies.  

A salinidade, por outro lado, foi melhor relacionada com a indução de aumento de 

atividade da SOD e da APX nas raízes, e da CAT e, principalmente, da APX nas folhas das 

plantas de arroz. Enquanto que o aumento na atividade da G-POD e manutenção das atividades 

da SOD e APX nas raízes, sob baixa oxigenação e salinidade com NaCl a 80 mM, caracterizam 

uma resposta conjunta aos estresses já que a baixa oxigenação não interfere sozinha na atividade 

destas enzimas, mas aumentou a necessidade de uma maior atividade da G-POD quanto 

combinada com o estresse salino. 

Para análise do sistema de defesa antioxidante não enzimática foram determinados 

os teores de ascorbato reduzido (AsA) e total e os teores de glutationa reduzida (GSH) e total, 

bem como os estados redox do ascorbato e da glutationa. O AsA, de acordo com Noctor e Foyer 

(1998), pode reagir diretamente com os radicais livres (hidroxil e superóxido), bem como pode 

regenerar o α-tocoferol a partir do radical tocoferoxil, o qual atua no combate à oxidação 

lipídica das membranas. O AsA pode ainda ser fonte de poder redutor para a enzima APX, 

conferindo assim proteção oxidativa às plantas sob condições de estresse (GILL; TUTEJA, 

2010). A GSH, por sua vez, funciona como um antioxidante que, além de reduzir o ascorbato, 

pode atuar diretamente como removedora de ROS, tais como o radical hidroxil, o oxigênio 

singleto e o peróxido de hidrogênio (GILL; TUTEJA, 2010). 



88 

 

 

Nas raízes, o aumento no teor de AsA pela salinidade (NaCl a 80 mM) não dependeu 

do nível de oxigenação da solução de cultivo, diferentemente dos teores de ascorbato total que 

dependeram; além disso, qualquer alteração na oxigenação controle resultou em queda nesses 

teores, de tal forma que houve um aumento no estado redox do ascorbato pela salinidade a 80 

mM de NaCl (Figuras 12A, C, E). Ressalte-se que isso ocorreu, apesar da alta atividade da APX 

nestas condições. O acúmulo de AsA também tem sido observado por outros autores em plantas 

sob seca (YANG et al., 2008), o que pode indicar que o estresse osmótico pode desencadear o 

acúmulo desse agente redutor na proteção oxidativa. Entretanto, outros tipos de estresse, como 

o provocado pelo Cd (ROMERO-PUERTAS et al., 2007), podem reduzir a concentração de 

AsA, como ocorreu nas plantas de arroz sob hipóxia mais severa (Figura 12A) e mesmo sob 

estresse salino a 200 mM de NaCl, em cajueiro (FERREIRA-SILVA, 2008), o que também pode 

indicar sua importância direta na proteção contra o radical superóxido (NOCTOR; FOYER, 

1998, GILL; TUTEJA, 2010), o qual também é fortemente combatido pela SOD nestas mesmas 

condições (Figura 11A). Por outro, nas raízes das plantas de arroz sob condições de baixa 

oxigenação, embora o conteúdo de AsA tenha apresentado diminuição, em relação ao controle, 

o estado redox do ascorbato aumentou porque o conteúdo de ascorbato total sofreu uma maior 

redução em seu conteúdo.  

Nas folhas, os teores de AsA e ascorbato total foram aumentados pelo tratamento 

de alta oxigenação (± 7,5 ppm de OD), porém não foram alterados no maior nível de salinidade 

(Figura 12B, D). É importante destacar que o efeito positivo no acúmulo de AsA no tratamento 

de mais alta oxigenação foi progressivamente revertido pela salinidade, o que sugere a 

necessidade por mais redutor em condições de salinidade, como apontado por alguns autores 

(MILLER et al., 2010). As alterações nos teores de AsA e ascorbato total foram tais que o estado 

redox do ascorbato, nas folhas, foi levemente aumentado por alterações na oxigenação controle 

da solução de cultivo das plantas de arroz, porém foi reduzido pela salinidade (NaCl a 80 mM), 

isto tendo ocorrido sem interação significativa entre os fatores de estresse analisados (Figura 

12B, C, D).  

Nas raízes, o teor de glutationa total aumentou pela baixa oxigenação e pela 

salinidade (Figura 13C), apesar de haver relato de que os estresses salino e térmico reduzem a 

glutationa total em plantas de pinhão-manso (SILVA et al., 2010). Já o acúmulo de GSH nas 

raízes ocorreu de modo antagônico frente aos estresses abióticos estudados, aumentando pela 

baixa oxigenação, na ausência de salinidade, mas sendo reduzido sob baixa oxigenação na 

presença de salinidade, assim como o estado redox da glutationa (Figura 13A, C, E, F).  

 Nas folhas, o estado redox da glutationa foi maior na mais alta oxigenação devido 

a uma redução na glutationa total, enquanto que sob salinidade ou baixa oxigenação o estado 
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redox foi reduzido em virtude do aumento no teor de glutationa total, tendo em vista que o teor 

de GSH não foi alterado por nenhum dos tratamentos (Figura 13B, D, F). Em outras plantas, 

como o tomateiro, os teores de GSH nas folhas foram reduzidas pela salinidade (MITTOVA et 

al., 2003; FERREIRA-SILVA, 2008). De modo que, no caso presente, o aumento em glutationa 

total se deu por um aumento na GSSG, uma vez que os teores de GSH entre plantas estressadas 

e controle foram similares, o que pode indicar que esse aumento não se deve a uma resposta 

específica das plantas de arroz ao estresse salino ou à hipóxia. 

Deve-se ressaltar que o aumento em atividade da APX nas raízes e folhas das 

plantas de arroz sob salinidade (Figura 12E, F).  foi acompanhado de uma redução no estado 

redox da glutationa, tanto nas raízes como nas folhas, e de uma leve redução no estado redox 

do ascorbato, nas folhas (Figura 13E, F). As reduções no estado redox da glutationa e do 

ascorbato podem ser resultado da alta demanda por compostos reduzidos e pouca 

disponibilidade de NAD(P)H para a atividade da redutase do monodesidroascortato (MDHAR) 

e para regeneração da GSH pela atividade da redutase da glutationa (GR) (AZEVEDO NETO 

et al., 2005). Segundo Hoque et al., 2007, os teores de AsA e GSH foram reduzidos em 

consequência da ativação do ciclo enzimático do ascorbato-glutationa para dispor de poder 

redutor para a APX. Entretanto, alguns autores, ainda assim, observaram aumentos na 

concentração de AsA e GSH em plantas de milho sob salinidade (GONDIM et al., 2013).  

5.6  Considerações finais 

De modo geral, ficou demonstrado que, na fase de perfilhamento, a baixa oxigenação da 

solução de cultivo prejudicou muito mais o crescimento e desenvolvimento das plantas de arroz 

que a salinidade, e a ação combinada desses estresses trouxe prejuízos ainda maiores; 

entretanto, na fase de pré-perfilhamento, a salinidade atuou como um estresse muito mais 

severo. Além disso, a atenuação da hipóxia pela suplementação do meio com oxigênio 

molecular pouco contribuiu para um melhor crescimento das plantas de arroz ou para outras 

respostas fisiológicas e bioquímicas que conferissem maior tolerância à salinidade (Figuras 1-

14).  

As plantas de arroz, cv. SCSBRS 113, foram bem-sucedidas em manter os pigmentos 

fotossintetizantes apesar dos fortes estresses de baixa oxigenação e de salinidade com NaCl a 

80 mM. E,  as barreiras à ROL, que podem ser induzidas pela hipóxia, não prejudicaram a 
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entrada de água ou dos íons Ca2+e K+ nas plantas de arroz, assim como não barraram qualquer 

entrada excessiva dos íons tóxicos, Na+ e Cl-, comuns em ambientes salinos (Figuras 18-21).  

A baixa oxigenação contribuiu para uma redução do conteúdo de água foliar, dos teores 

dos cátions Ca2+ e K+, para um considerável encurtamento radicular não relacionado à formação 

de barreiras contra a ROL, além de reduzir a sacarose e os monossacarídeos disponíveis para 

sustentar energeticamente e estruturalmente o crescimento e desenvolvimento das plantas de 

arroz, enquanto que a salinidade afetou negativamente apenas o teor de sacarose foliar.  

O agravamento da hipóxia não resultou em estresse oxidativo, mas a salinidade provocou 

estresse oxidativo, aumentando o teor de MDA e provocando a indução de aumentos de 

atividade da SOD e da APX e manutenção de uma alta atividade da G-POD nas raízes, e da 

CAT e, principalmente, da APX nas folhas das plantas de arroz.  

Deste modo, a tolerância à salinidade das plantas de arroz mostrou-se relacionada 

à conservação da condutância estomática, à redução do alto fluxo de Na+ e Cl- para dentro das 

raízes e à melhor eficiência das enzimas antioxidantes, principalmente nas folhas, enquanto a 

tolerância a uma maior hipóxia relacionou-se à conservação da condutância estomática, com 

seu impacto positivo sobre os recursos energéticos e estruturais, além da formação de 

aerênquimas e barreiras contra a ROL, que são adaptações das plantas de arroz a este tipo de 

ambiente, e manutenção de K+ nas raízes. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



91 

 

 

6  CONCLUSÃO 

A hipóxia agravou os prejuízos provocados pela salinidade e a suplementação de 

oxigênio dissolvido contribuiu muito pouco para o melhor crescimento e desenvolvimento de 

plantas de arroz sob salinidade. Além disso, a formação de barreira contra a perda radial de 

oxigênio (ROL) não contribuiu para maior tolerância à salinidade, uma vez que não impediu a 

entrada de íons excessiva de Na+ e Cl-.   
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